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Kurzzusammenfassung
Auf Azobenzolen basierende, photoschaltbare Monolayer bieten die Möglichkeit einer
direkten Kontrolle der Zelladhäsion auf Glas- oder Quarzoberflächen. Die direkte
Kontrolle ergibt sich aus der Photoisomerisierung des Azobenzols, die eine gezielte
(photochemische) Modifikation räumlich begrenzter Bereiche der Oberfläche ermöglicht.
Drei Hauptstrategien zur Kontrolle der Zelladhäsion wurden verfolgt:
1. Veränderung der Oberflächenbenetzung
Hervorgerufen durch unterschiedliche Dipolmomente der beiden Azobenzolisomere sollte
die Oberflächenbenetzung gezielt geschaltet werden. Verstärkt werden sollte der Effekt
durch den Einsatz (un)polarer terminaler Gruppen.
2. Schnell oszillierende Bewegung auf der Oberfläche
Werden Push-Pull-Azobenzole mit weißem Licht bestrahlt, so kommt es zu einer
schnellen und kontinuierlichen Photoisomerisierung zwischen den Isomeren, die genutzt
werden sollte um die Zelladhäsion zu mindern.
3. Zelladhäsionsliganden
Als Zelladhäsionsligand wurde ein cyclisches Pentapeptid (c(RGDfK)) ausgewählt,
welches sich als Integrinligand in einem besonderen Grad durch seine hohe Aktivität und
Selektivität für die αvβ3 und αvβ5 Integrine auszeichnet.

Abstract
Photoswitchable monolayers of azobenzene derivatives mounted on glass, quartz or
silicon surfaces could offer an effective control over cell adhesion. The light induced
reversible trans/cis-isomerization of azobenzenes permits a precise temporal and spatial
control of surface properties.
Three strategies were employed:
1. Switching of wettability
Upon isomerization of the azobenzene derivative, the surface wettability changes due to
different dipole moments of the azobenzene isomers. This is especially the case when
using (un)polar head groups.
2. Fast oscillations
Upon irradiation with white light, azobenzenes with push/pull substitution patterns are
known to undergo a fast and continuous switching between their cis- and trans-isomers.
Based on tis effect the project aimed at building a fast oscillating monolayer on surfaces.
3. Integrin mediated adhesion
The immobilization of an arginine-glycine-aspartate (RGD) tripeptide sequence cell
binding domain on surfaces offers the opportunity to target specific integrins of cells.
The c(RGDfK) peptide was chosen as the head group for this purpose, due to its
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SAM self-assembled monolayer, selbstorganisierende Monoschicht





















Viele zelluläre Prozesse zwischen Zellen und ihrer Umgebung, der extrazellulären Matrix
(EZM), sind bis heute ungeklärt[1]. Die Umgebung hat dabei einen massiven Einfluss
auf die Entwicklung der Zellen[2, 3], so beeinflussen Änderungen in der Umgebung die
Zellen unter anderem in ihrer Genexpression, Migration und Adhäsion[4].
Damit eine Zelle mit der EZM wechselwirken kann, muss sie an dieser adhärieren.
Diese Adhäsion von eukaryontischen Zellen im Organismus ist ein komplexer Prozess:
Im ersten Schritt der Anlagerung wird dieser durch unspezifische Wechselwirkungen
bestimmt, doch bereits nach wenigen Sekunden gehen Zelladhäsionsrezeptoren spezi-
fische Bindungen mit Proteinen der EZM ein. Innerhalb von Minuten lagern sich die
Zelladhäsionsrezeptoren (hauptsächlich Integrine) zu Adhäsionsclustern zusammen, den
sogenannten Fokalkontakten. Diese fixieren zum einen die Zelle an der EZM[5, 6] und
zum anderen versorgen sie die Zelle mit Informationen über den Zustand der EZM
(Signalübertragung)[7, 8]. Obwohl mittlerweile der molekulare Aufbau der Integrine
weitgehend aufgeklärt ist[9, 10], steht die Erforschung der Signalübertragung, der
supramolekularen Anordnung im Fokalkontakt sowie der Bindungsdynamik noch am
Anfang[11,12]. Die vollständige Aufklärung der zellulären und molekularen Mechanismen
der Zelladhäsion ist, vor allem in der Medizin, von großer Bedeutung: zum Beispiel bei
der Therapie und Vorbeugung von Krankheiten, oder der Gewebezüchtung durch eine
gerichtete Kultivierung von Zellen (tissue engineering)[13–15]. Die hohe Komplexität
der natürlichen EZM erschwert jedoch die Zuordnung bestimmter Änderungen in der
1
KAPITEL 1. EINLEITUNG
EZM zu einer bestimmten Reaktion der Zelle und somit den Erkenntnisgewinn über
die Funktionsweise der Zelladhäsion[16,17]. Daher wurden in den letzten Jahren vielerlei
Bestrebungen unternommen künstliche Oberflächen herzustellen auf denen sich die























In Rahmen dieser Arbeit sollen Oberflächen entwickelt werden, die neben einer dynami-
schen auch eine reversible Kontrolle über die Zelladhäsion ermöglichen. Dadurch ergibt
sich die Möglichkeit die Reaktionszeit von Zellen auf Änderungen der Oberflächen-
gegebenheiten zu untersuchen. Zudem können neue Erkenntnisse darüber gewonnen
werden, wie schnell sich die Fokalkontakte lösen und wie schnell sie sich erneut an
den zuvor abgelösten Stellen bilden. Als externer Stimulus wurde Licht ausgewählt,
da dieser, anders als zum Beispiel eine Temperaturänderung, ein viel definierteres
räumliches und zeitliches Schalten der Zelladhäsion ermöglicht. Beispielsweise kann
durch den Einsatz von Photomasken die Umgebung der Zelle im Mikrometerbereich
verändert werden. Dadurch kann untersucht werden, inwiefern lokale Änderungen in
einer Teilumgebung der Zelle Auswirkungen auf die Adhäsion der gesamten Zelle haben.
Die Zelladhäsionsstudien auf den hergestellten photoschaltbaren Oberflächen werden
von der Arbeitsgruppe Prof. Dr. C. Selhuber-Unkel (Institut für Materialwissenschaft,
Universität Kiel) im Rahmen des SFB677 in einem Kooperationsprojekt durchgeführt[21].
2
1.2. ZIELSETZUNG
Als Photoschalter wurde die Klasse der Azobenzole ausgewählt, da bekannt ist, dass
durch ihre Fixierung auf Oberflächen, zum Beispiel in Form von Azobenzolmonolayern,
Oberflächeneigenschaften reversibel, mittels der trans/cis-Isomerisierung, geschaltet
werden können[22,23]. Ziel ist es Azobenzole bzw. Azobenzolmonolayer zu entwickeln,
die das Potenzial haben die Zelladhäsion dynamisch zu kontrollieren. Als Trägermaterial
wurden Glas und Quarz ausgewählt. Ein Vorteil bei der Verwendung von diesen
Siliciumoxid-basierten Oberflächen ist, dass die Azobenzole im Monolayer genügend
Raum haben für eine ungehinderte trans/cis-Isomerisierung[24]. Aus diesem Grund
reichen, verglichen mit Azobenzolmonolayern auf Gold, deutlich geringere Belich-
tungszeiten und Lichtintensitäten aus um den Monolayer zu schalten1. Eine schnelle
Isomerisierung ist in Bezug auf die anstehenden Zellstudien von großem Vorteil, da bei
Zellen durch zu lange Belichtungszeiten und zu hohe Intensität des verwendeten Lichts
phototoxische Effekte auftreten können, die die Zellen irreversibel beschädigen und
abtöten[16]. Zusätzlich erlaubt die Transparenz des Trägermaterials eine unkomplizierte
und schnellere Untersuchung der Adhäsionseigenschaften durch die geplanten licht- und
kraftmikroskopischen Methoden[21].
In der vorliegenden Arbeit werden drei Hauptstrategien verfolgt, um die Zelladhäsion
photochemisch durch Azobenzolmonolayer auf Siliciumoxid zu beeinflussen:
1. Kontrolle der Zelladhäsion durch Veränderung der Oberflächenbenetzung:
Durch die Synthese von Azobenzolen mit hydrophilen bzw. hydrophoben Gruppen
und Verankerung auf Oberflächen soll die Benetzbarkeit einer Oberfläche mittels ei-
ner photochemischen Isomerisierung der Azobenzolmoleküle geändert werden (Kapitel 5).
2. Kontrolle der Zelladhäsion durch schnell oszillierende Bewegungen auf der Oberfläche:
Es sollen Push-Pull-Azobenzole synthetisiert und auf den bereits erwähnten Oberflächen
verankert werden. Durch die Belichtung kommt es zu einer kontinuierlichen Konfi-
gurationsänderung der Push-Pull-Azobenzole, welche in einer Bewegung im Pico- bis
Millisekundenbereich auf der Oberfläche resultiert (Kapitel 6).
1Ab einer Besetzungsdichte von etwa 2.5Moleküle/nm2 kann die trans/cis-Isomerisierung auf Ober-
flächen stark behindert werden[23].
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3. Kontrolle der Zelladhäsion durch Zelladhäsionsliganden:
Durch die Synthese und Oberflächenfixierung von Azobenzolen, die mit einem Zellad-
häsionsliganden funktionalisiert sind, der das RGD-Motiv aufweist, soll die spezifische
Integrin-vermittelte Adhäsion von Zellen beeinflusst werden. Liegt das Azobenzol als
trans-Isomer vor, ist das RGD-Motiv für die Zellen auf der Oberfläche zugänglich,
während es und beim cis-Isomer im Monolayer verborgen wird. Neben diesem statischen
Ansatz sollen auch Push-Pull-Azobenzole mit dem RGD-Motiv funktionalisiert werden,





2.1 Azobenzol als photoschaltbares System
Erstmals 1834, nahezu zeitgleich von Mitscherlich[25,26] und Demselben[27], wur-
de von der Synthese des Azobenzols durch die Reduktion von Nitrobenzol berichtet.
Mitscherlich bezeichnete diese neue Substanz als Stickstoffbenzid1[25,26], doch das
Potenzial dieser Verbindung als Photoschalter blieb noch lange verborgen.
Erst nach über einem Jahrhundert, im Jahr 1937, gelang es Hartley das cis-
Isomer zu isolieren und somit die lichtinduzierte trans/cis-Isomerisierung des Azobenzols
nachzuweisen[29]. Durch seine Entdeckung war der Grundstein für den Siegeszug des
Azobenzols als Photoschalter gelegt. Heute, annähernd 180 Jahre später, hat sich aus
Mitscherlichs Stickstoffbenzid eine der größten und meist studierteste Klasse von
photoschaltbaren Molekülen entwickelt[30–36].
2.1.1 Die Isomere des Azobenzols
Das trans-Isomer ist das thermodynamisch stabilere Isomer des Azobenzols, wobei die
Energiedifferenz zwischen den Isomeren etwa 10 kcalmol−1 beträgt[35,37,38]. Die benö-
tigte Anregungsenergie zum Erreichen des photoangeregten Zustandes liegt bei etwa
50 kcalmol−1[35, 37,38]. Daraus folgt, dass bei Dunkelheit im thermodynamischen Gleich-
gewicht das trans-Isomer die dominierende Spezies mit einem Anteil von über 99.99%
ist.
1Der heute Begriff vom Azobenzol wurde erst 1856 von Nobel geprägt[28].
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Das cis-Isomer der Azobenzole kann typischerweise gebildet werden, indem mit Licht zwi-
schen 320-380 nm bestrahlt wird. Die Reaktion ist reversibel und das trans-Isomer kann
sowohl durch Bestrahlung mit Licht von 400-470 nm, als auch thermisch zurückerhalten
werden, wobei die Energiebarriere der thermischen Isomerisierung bei etwa 20 kcalmol−1
liegt[39,40]. Bei den meisten Azobenzolen verläuft der Prozess der photochemischen Iso-
merisierung sehr schnell innerhalb von Picosekunden ab[41,42], wohingegen das thermi-
sche Zurückschalten deutlich länger dauert und zwischen Millisekunden und Tagen liegen
kann[35].
Die beiden Isomere des Azobenzols unterscheiden sich nicht nur in ihrer Molekülgeome-
trie, auch die Dipolmomente oder die UV/Vis-Spektren[43,44] sind unterschiedlich. So ist
das trans-Isomer planar mit einem Dipolmoment von annähernd Null[34,45], während bei
dem cis -Isomer der zweite Phenylring um 53.3° aus der Molekülebene heraus gedreht
ist (siehe Abbildung 2.1)[46]. Dies lässt sich zurückführen auf die sterischen Abstoßun-
gen, hervorgerufen durch die ortho-Wasserstoffatome der benachbarten Phenylringe. Die
Änderung der Molekülgeometrie kann sehr gut im 1H-NMR beobachtet werden, da das
Signal des cis-Isomers deutlich weiter hochfeldverschoben erscheint als das des trans-
Isomers2.
Neben der Molekülgeometrie und dem Dipolmoment hat sich auch die Distanz zwischen
den Kohlenstoffatomen in para-Position der beiden Phenylringe um 3.5Å verkürzt[47–49].
Vor allem diese Geometrieänderung, aber auch die damit einhergehenden Änderungen der
physikalischen Eigenschaften, sind die ausschlaggebenden Gründe dafür, dass Azobenzole
als Photoschalter in den vielfältigsten Anwendungsgebieten eingesetzt werden können[22].
2.1.2 Das UV/Vis Spektrum des Azobenzols
Um das UV/Vis-Spektrum, die daraus resultierende Farbigkeit und letztlich auch die
Isomerisierung des Azobenzols zu verstehen, ist eine Kenntnis über die angeregten Zu-
stände notwendig. Das Azobenzol weist drei charakteristische Absorptionsbanden auf,
die im sichtbaren- und nahen UV-Spektrum liegen und den Übergängen in elektronisch
angeregte Zustände zugeordnet werden können[50–52].
Die Azogruppe beinhaltet zwölf Elektronen, von denen vier die Sigmabindungen (σ) zu
den Phenylsubstituenten ausbilden. Entscheidend für die Photochemie des Azobenzols
sind jedoch die freien Elektronenpaare am Stickstoff, die in den n-Orbitalen zu finden
sind, sowie die Elektronen die die pi-Bindung ausbilden[36]. Daraus ergeben sich die elek-
2Verantwortlich hierfür ist eine geometriebedingte Wechselwirkung zwischen dem Ringstromeffekt
des benachbarten Phenylringes auf die Phenylwasserstoffatome des anderen Phenylrings. Siehe auch
Abschnitt 2.3.1, Seite 21.
6




hν2, Δ9 Å 5.5 Å
cis
3 Debye
Abbildung 2.1: trans/cis-Isomerisierung des Azobenzols. Dargestellt sind der Bin-
dungsabstand der jeweiligen Kohlenstoffatome in para-Position und das Dipolmo-
ment des jeweiligen Isomeres (Kohlenstoff: grau, Wasserstoff: weiß, Stickstoff: lila).
tronischen Übergänge npi∗, pipi∗ und σσ∗ welche im UV/Vis-Spektrum eines
Azobenzols in der Abbildung 2.2 entsprechend gekennzeichnet sind. Der elektronische
Übergang vom höchsten besetzten Molekülorbital in das niedrigste unbesetzte Mole-
külorbital (HOMO-LUMO Übergang) entspricht beim Azobenzol dem npi∗-Übergang.
Der npi∗-Übergang liegt bei den trans-Isomeren von Azobenzolen typischerweise zwi-
schen 380-520 nm[53] und weißt von allen Übergängen die geringste Intensität auf.
Dies liegt daran, dass dieser Übergang formal symmetrieverboten ist. Dennoch be-
sitzt dieser Übergang einen erstaunlich hohen Extinktionskoeffizienten (ε) von etwa
400M−1cm−1[54]. Erklären lässt sich dies durch eine vibronische Kopplung[55] zwischen
dem symmetrieverbotenen npi∗- und dem symmetrieerlaubten pipi∗-Übergang[56].
Bei den cis-Isomeren ist der npi∗-Übergang zu kleiner Wellenlänge verschoben (hypso-
chrome- bzw. Blauverschiebung) und nicht länger symmetrieverboten. Daher liegt auch
im Vergleich zum trans-Isomer, wie in Abbildung 2.2 zu erkennen, eine höhere In-
tensität vor (ε ≈ 1500M−1cm−1[54]). Der intensivste Elektronenübergang (ε ≈ 20000-
30000M−1cm−1) ist der pipi∗- Übergang, der bei den trans-Isomeren von Azobenzolen
zwischen 250-370 nm liegt[54]. Bei den cis-Isomeren ist dieser Übergang stark blauver-
schoben und liegt zwischen 150-260 nm außerdem weist er eine deutlich geringere Inten-
sität auf (ε≈ 7000-10000M−1cm−1[54]). Die Energiedifferenz zwischen den σ- und den
σ∗-Orbitalen ist sehr groß, weshalb dieser Übergang erst unterhalb einer Wellenlänge von
280 nm im UV/Vis-Spektrum zu beobachten ist.
Die genaue Lage und Form der Absorptionsbanden von Azobenzolen hängt stark vom
Substitutionsmuster an den Phenylringen ab[57–65]. Im Allgemeinen lässt sich sagen, dass
Substituenten, die eine größere Elektronegativität als Wasserstoff besitzen, durch ihren
7
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Abbildung 2.2: Charakteristisches Absorptionsspektrum des trans- und cis-Isomers
einer Azoverbindung in Lösung.
negativen induktiven Effekt zu einer Blauverschiebung der elektronischen Übergänge füh-
ren, wohingegen Subsituenten mit einem positiven induktiven Effekt eine Rotverschie-
bung erzeugen[35,46]. Neben dem induktiven Effekt hat auch der mesomere Effekt eine
entscheidende Auswirkung auf die Lage der elektronischen Übergänge[35,46]: Beispiels-
weise kann eine Aminogruppe in para-Position zu einer Rotverschiebung führen[35,46].
Wird nun aber am gegenüberliegenden Phenylring in para-Position eine Nitrogruppe als
elektronenziehende Gruppe eingeführt, kommt es zu keiner Blauverschiebung, sondern
zu einer noch stärkeren Rotverschiebung[35,46]. Azobenzole, die ein solches Substituti-
onsmuster aufweisen, werden als Push-Pull-Azobenzole bezeichnet3.
2.1.3 Mechanismus der photochemischen trans/cis-Isomerisie-
rung des Azobenzols
Seit der Entdeckung der trans/cis-Isomerisierung durch Hartley[29] im Jahre 1937
wurden der Rotations-, Inversionsmechanismus, sowie die Mischformen simultane Inver-
sion- und inversionsgestützter Rotationsmechanismus als mögliche Mechanismen für die
Photoisomerisation vorgeschlagen[66–69].
Beim Rotationsmechanismus ändert sich nur der C-N-N-C Diederwinkel während der
3Siehe auch Abschnitt 2.1.4, Seite 10.
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N-N-C Winkel konstant bei ≈ 120° bleibt[68]. Während der Rotation wird die Stickstoff-
doppelbindung zu einer Einfachbindung. Der Inversionsmechanismus hingegen verläuft
über die Änderung eines N-N-C Winkels, der im Übergangszustand 180° erreicht. Daher
muss ein sp hybridisiertes Stickstoffatom, der sonst sp2 hybridisierten Stickstoffatome, in
der Azogruppe vorliegen. Das Azobenzol bleibt während der Isomerisierung planar bis sich
kurz vor Ende aufgrund sterischer sowie elektronischer Abstoßungen, beide Phenylringe
aus der Ebene heraus drehen[67]. Bei der simultanen Inversion ändern sich beide N-N-C
Winkel, sodass ein linearer Übergangszustand mit zwei sp hybridisierten Stickstoffatomen
vorliegt[69]. Eine Kombination aus Inversion und Rotation beschreibt der inversionsge-
stützte Rotationsmechanismus. Aufgrund der Rotation muss wieder eine Einfachbindung
zwischen den Stickstoffatomen im Übergangszustand vorliegen, während es gleichzeitig
zu einer großen Änderung im C-N-N-C Diederwinkel und einer kleineren Änderung des
N-N-C Winkels kommt[70]. Die Relaxation aus allen vier Übergangszuständen kann ent-
weder zurück zum trans-Isomer führen oder beim cis-Isomer enden. Daher sagen alle
vier Mechanismen ein photostationäres Gleichgewicht mit einem Mix von trans- und cis-
Isomeren nach der Belichtung voraus[70].
Welcher Mechanismus vorliegt hängt stark von dem Substitutionsmuster der Phenyl-
ringe des Azobenzols und der elektronischen Anregung ab[38, 39,56,66,70–82]. Daneben
hat auch das Lösungsmittel einen dramatischen Einfluss auf den Mechanismus: So ver-
läuft die Relaxation vom unsubstituierten Azobenzol in n-Hexan nach dem Rotations-




2.1.4 Klassifizierung von Azobenzolen
Neben den bereits zuvor diskutierten Mechanismen der Isomerisierung ist auch die
Geschwindigkeit der thermischen cis trans-Isomerisierung und die Lage Gleichgewichts
stark abhängig vom Substitutionsmuster der Phenylringe eines Azobenzolderivates.
Zusätzlich existieren zahlreiche weitere Faktoren wie pH-Wert, Temperatur, Druck und
Lösungsmittel[70]. Aus diesem Grund ist die Erforschung des Einflusses dieser Faktoren
auf die Photoisomerisierung des Azobenzols Gegenstand vieler wissenschaftlicher
Untersuchungen[65,84–88].
Die Abhängigkeit der Rate der thermischen cis trans-Isomerisierung durch Substitu-
enteneffekte steht in direkter Korrelation mit der Lage der elektronischen Übergänge.
Daher teilte Rau[56] 1990 die Azobenzole nach der Lager ihrer elektronischen Übergänge








R= Alkyl, Aryl, Halogene, Ketone,
Carbonsäuren, Ester, Amide, Nitrile,
Nitro, 3-Amino, 3-Alkoxy[70].
Der pipi∗-Übergang liegt im UV-Bereich zwischen
300-350 nm und der npi∗-Übergang liegt mit gerin-
ger Intensität im sichtbaren Bereich. Azobenzole dieses
Typs weisen eine gelbe Farbe auf und die thermische
cis trans-Isomerisierung verläuft innerhalb von Stun-
den bis Tagen [39,71,80–82]. Die elektronische Natur der








D= 2- oder 4- : Amino, Hydroxy,
Alkoxy[70].
Der pipi∗-Übergang ist zum sichtbaren Bereich ver-
schoben und es kommt zur teilweisen Überschneidung
mit dem npi∗-Übergang . Die Azobenzole dieses Typs
weisen eine orange Farbe auf und die thermische cis 
trans-Isomerisierung ist deutlich schneller als bei dem
Azobenzoltyp[81,89]. Sie verläuft im Allgemeinen über
den Rotations- oder Inversionsmechanismus[90,91]. In
Extremfällen kann die thermische cis  trans-Isomerisierung innerhalb von Millisekunden
bis Sekunden verlaufen. Dieser Fall tritt bei Azobenzolen mit starken intramolekularen
Wasserstoffbrückenbindungen auf[89].
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Der Pseudostilbentyp umfasst zwei Klassen von Azo-
benzolen. Zum einen die protonierten Azobenzole und
zum anderen die Push-Pull-Azobenzole. Der pipi∗-
Übergang ist stärker zum langwelligen sichtbaren Be-
reich verschoben als der npi∗-Übergang, sodass es zu
einer (teilweisen) Überlappung der Banden kommt. Die
Azobenzole dieses Typs weisen eine rote Farbe auf und
die thermische cis  trans-Isomerisierung verläuft in-
nerhalb von Millisekunden bis Sekunden[81,92,93]. Bei
den protonierten Azobenzolen kann es durch die Be-
lichtung zu einer intramolekularen Cyclisierung kommen
bei der Benzo-[c]-cinnolin entsteht, welches jedes weitere Schalten verhindert[94,95]. Bei
den Push-Pull-Azobenzolen weist das Azobenzol aufgrund seines Elektronendonator- (D,
Push) und Elektronenakzeptor-Substituenten (A, Pull) eine stark asymmetrische Elek-
tronenverteilung auf, was eine hohe Polarisierbarkeit und ein großes Dipolmoment zur
Folge hat. Darauf beruhend verlaufen bei Push-Pull-Azobenzolen generell die Isomeri-
sationen (thermisch, photoangeregt) nach dem Rotationsmechanismus unabhängig vom
Lösungsmittel[96–100].
Die starken Unterschiede in den Raten der thermischen cis  trans-Isomerisierung beru-
hen auf der Delokalisierung der Elektronen der Stickstoffdoppelbindung der Azogruppe
durch die mesomeren Effekte der Substituenten. Je stärker die Substituenten durch
Mesomerie zu einem Einfachbindungscharakter der Azogruppe beitragen, desto höher
wird die Rate. Zudem führt der einhergehende höhere Dipolcharakter eines Azobenzols
zu einer Erniedrigung der Energiebarriere der thermischen cis  trans-Isomerisierung[22].
Eine weitere Klasse von Azobenzolen sind die sterisch gehinderten Azobenzo-
le, zu welchen unter anderem die Azobenzophane und die verbrückten Azobenzole
zählen. Bei den Azobenzophanen sind zwei Azobenzole über zwei oder mehrere Brücken
miteinander verknüpft[66,101], wohingegen bei den verbrückten Azobenzolen die beiden
Phenylringe eine weitere Verknüpfung aufweisen (Abbildung 2.3). Diese Verbrückung
kann in 4-Position, 3-Position oder 2-Position liegen. Als Brücke wurden unter anderem
Peptide[102,103], Kronenether[101,104–106] oder unsubstituierte Alkanketten[107–111]
verwendet.





















Abbildung 2.3: Sterisch gehinderte Azobenzole[101].
liegt, oft eine deutlich höhere Quantenausbeute in den Schaltprozessen auf als die
entsprechenden ungehinderten Azobenzolderivate[73,79,107,112–126].
2.1.5 Synthesemethoden zur Darstellung von Azobenzolen
Aufbauend auf die Reduktion von Nitrobenzol[25–27], die als erste Synthese vom Azo-
benzol gilt, wurde eine Vielzahl von weiteren Synthesestrategien entwickelt[30,33]:
Die drei bekanntesten Methoden4 zur Darstellung unsymmetrischer Azobenzole sind
die Azokupplung (Kupplung zwischen einem Diazoniumsalz und einem aktivierten
Aromaten)[127–131], die Mills Reaktion (Reaktion zwischen aromatischer Nitrosoverbin-
dung und einem Anilinderivat)[132,133] und die Wallach Reaktion (Überführung eines
Azoxybenzens in ein 4-Hydroxyazobenzolderivat)[134,135]. Daneben haben sich zur Dar-
stellung symmetrischer Azobenzole unter anderem die oxidative Kupplung zweier Anilin-
derivate, sowie die reduktive Kupplung zweier Nitrobenzolderivate etabliert[30, 33].
4Eine ausführliche Übersicht über die Synthesestrategien von Azobenzolen sind in den Aufsätzen von
Marino[30] und Len et al.[33] zusammengestellt.
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2.2 Selbstorganisierende Monolayer (SAM)
Die Herstellung von molekularen Monolayern ist eine etablierte Methode zur gezielten
Funktionalisierung von Oberflächen[136]. Der molekulare Monolayer misst selber nur we-
nige Nanometer, vermag aber dennoch die Eigenschaften einer Oberfläche komplett zu
ändern. Spontan durch Chemisorption auf einer Substratoberfläche gebildete Monolayer
werden als self-assembled-monolayer (SAM)5 bezeichnet. Durch diesen spontanen Pro-
zess entstehen zweidimensionale Strukturen mit einer hohen inneren Ordnung sowie de-
finierter Schichtdicke im Nanometerbereich.
Die bekanntesten Methoden zur Herstellung von SAMs sind die Chemisorption von Al-
kylthiolen oder Disulfiden an Goldoberflächen[139,140]. Eine weitere Methode ist die Re-
aktion von Alkyltrichlorsilanen oder Alkyltrialkoxysilanen auf Siliciumoxid basierenden
Oberflächen wie z.B. aktivierten Silicium, Glas und Quarz[141,142]. Daneben gibt es eine
ganze Reihe weiterer Metall- und Oxidoberflächen, sowie Substanzklassen mit denen sich
SAMs herstellen lassen[136,141,143–156].
Die breite Anwendung der SAMs über die Reaktion zwischen Alkanthiolen und Gold be-
ruht nicht nur auf der einfacheren Herstellung dieser SAMs[157], sondern vor allem auf der
Möglichkeit diese Monolayer mittels Rastertunnelmikroskopie (STM) zu charakterisie-
ren. Zusätzlich sind Goldkristalle im Idealfall atomar glatt und chemisch inert. Allerdings
sind Alkanthiol SAMs weniger stabil als Alkylsiloxan-Monolayer auf Oxidoberflächen[158].
Alkylsiloxan-Monolayer ermöglichen durch ihre physikalische und chemische Stabilität
zum einen eine leichtere Handhabung der Oberflächen nach der Herstellung, zum ande-
ren eine spätere umfassende chemische Modifikationen der Oberfläche, ohne, dass dabei
Defekte im SAM auftreten[159–166]. Darüber hinaus können SAMs auf technologisch re-
levanten Oberflächen wie Glas oder Silizium hergestellt werden. Daraus ergibt sich eine
breite Anwendung in der Mikroelektronik, Optoelektronik, Dünnschichttechnologie, Bio-
sensorik, Zelladhäsion und viele weitere Gebiete[167–174].
Die Verwendung von Quarz und Glas als Trägersubstrat erlaubt ferner die Verwendung
der UV/Vis-Spektroskopie in Durchsicht als robuste Methode zur Oberflächencharak-
terisierung, welche gerade zum Nachweis von Azobenzolen auf Oberflächen und deren
Schaltverhalten eine ideale Methode darstellt. Aufgrund dieser Vorteile wurde in dieser
Arbeit ausschließlich mit Alkylsiloxan-Monolayern auf Glas und Quarz gearbeitet.
5Der Begriff self-assembled monolayer wurde zum ersten Mal 1983 in einem Bericht der Zeitschrift
New Scientist[137] erwähnt welcher über die Arbeit von Sagiv et al.[138] berichtet.
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2.2.1 Herstellung von Alkylsiloxan-Monolayern
Sagiv beschrieb 1980 erstmals die Herstellung von Monolayern auf Siliciumoxid ba-
sierenden Oberflächen über die Reaktion zwischen einer Glasoberfläche und einem
Alkantrichlorsilan[141]. Auf diese Arbeit aufbauend legten Sagiv und Mitarbeiter in den
achtziger Jahren[138,141,166,175–179] den Grundstein für die heutige Vielfalt an Alkylsilox-
an basierten Monolayern[159].
Moleküle, welche für die Herstellung von Alkylsiloxan-Monolayern verwendet werden, sind
nach Aswal et al.[167] aus drei charakteristischen Bestandteilen aufgebaut:
• Kopfgruppe SiX3 (X = OCH3, OC2H5, Cl):
Die kovalente Bindung zur Oberfläche wird über die Trichlor-, Trimethoxy-, oder
Triethoxysilangruppe ausgebildet[147]. Es handelt sich um eine exotherme Reaktion
mit einer Reaktionsentalphie von 40-45 kcalmol−1.
• Spacer: Alkylkette (CH2)n oder Phenylring:
Durch van-der-Waals und elektrostatische Wechselwirkungen zwischen den einzel-
nen Spacern kommt es zur Ausbildung eines Monolayers. Dieser Prozess ist exo-
therm mit einer Reaktionsenthalpie von <10 kcalmol−1. Der Grad der Ordnung
ist abhängig von dem Abstand der einzelnen Silane auf der Oberfläche, sowie von
der Struktur des Spacers[171]. Der Winkel Ð, Winkel zwischen der Alkylkette und
Oberflächennormalen (Abbildung 2.4) ist stark abhängig von der Besetzungsdich-
te. Bei einer hohen Besetzungsdichte ist der Winkel klein, wohingegen er bei einer
geringen Besetzungsdichte sehr groß sein kann, da die Alkylketten ungeordnet auf
der Oberfläche liegen.
• Terminale Oberflächengruppe Y:
Die terminale Oberflächengruppe ist bestimmend für die chemischen und physika-
lischen Eigenschaften der Oberfläche. Darüber hinaus kann sie weitere chemische
Reaktionen auf der Oberfläche erlauben und somit dazu genutzt werden eine wei-
tere chemische Funktionalisierung auf der Oberfläche durchzuführen6.
Die Chemisorption auf Siliziumoxid über Silane ist einfach zu erreichen: Der erste Schritt
ist immer die Aktivierung des Trägersubstrats. Durch die Aktivierung des Siliciums bzw.
der Siliciumoxidoberfläche wird diese gereinigt und eine hohe Dichte an Hydroxidgrup-
pen auf der Oberfläche erreicht[181]. Es wird zwischen zwei Arten von Hydroxidgruppen
auf der Oberfläche unterschieden: die geminalen und vicinalen Silanolgruppen. Bei den
6Oberflächengruppen sind z.B. Brom, Amin, Cyano und viele mehr. Die Aufsätze von Schubert et
al.[159] und Gooding et al.[180] geben einen guten Überblick über gängige Oberflächenreaktionen zur
weiteren Funktionalisierung.
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Abbildung 2.4: Schematische Darstellung einen Alkylsiloxan Monolayers in Anleh-






























Abbildung 2.5: Schematische 2D-Ansicht einer hydroxylierten Siliziumoxidoberfläche
mit geminalen und vicinalen Silanolgruppen.
geminalen Silanolgruppen trägt das Siliciumatom zwei Hydroxidgruppen (=Si(OH)2) bei
den vicinalen Silanolgruppen hingegen nur eine (≡SiOH) (Abbildung 2.5)[182–184].
Die Art der Silanolgruppen wie auch ihre Dichte auf der Oberfläche hängen stark
vom verwendeten Substrat7 ab und haben zudem einen großen Einfluss auf den Ord-
nungsgrad eines SAM8[186–188]. Diese Silanolgruppen führen zu einer stark hydrophi-
len Oberfläche, weshalb sich auf ihr eine dünne Wasserschicht anlagert. Diese Was-
serschicht ist wichtig, um wohlgeordnete Monolayer zu erhalten[189,190]. Es konnte so-
gar gezeigt werden, dass durch eine Erhöhung des angelagerten Wassers auch die Ord-
nung des Monolayers gesteigert werden kann[186,191–193]. Auf komplett trockenen Ober-
flächen entstehen dagegen generell ungeordnete Monolayer, oder es kommt erst gar
nicht zur Chemisorption[192–194]. Als Reinigungsmethoden werden für gewöhnlich starke
Säuren[142,142,195] oder Sauerstoffplasma[196] verwendet.
7z.B. beträgt die Hydroxiddichte auf aktivierten Siliciumoberflächen in etwa 10 pro nm2[167] und
ungefähr 5 pro nm2 auf Glasoberflächen[181,185].
8Siehe auch Abschnitt 2.2.2, Seite 16
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Im zweiten Schritt wird die frisch aktivierte Oberfläche in eine Lösung des Silans einge-
legt. Die gebräuchliche Konzentration liegt bei 10−3M in Alkanen wie z.B. n-Hexan9.
Da die Trichlorsilane, wie auch Trialkoxysilane sehr schnell hydrolysieren und vernetzte
Polysiloxane ausbilden, sollten diese unter Wasserausschluß gehandhabt werden. Andern-
falls kann es zu ungeordenten Monolayern oder Multilayern kommen[167].
Obwohl die Herstellung der Alkylsiloxan-Monolayer im ersten Moment einfach ist, ist
die Bildung eines wohlgeordneten Alkylsiloxan SAMs bei der Herstellung alles andere als
unproblematisch. Der Ordnungsgrad des SAMs ist stark abhängig von der Konzentrati-
on des Silans, dem Alter der Lösung[198] und dem Wassergehalt bei der Reaktion[199].
Schon kleine Veränderungen eines oder mehrerer dieser Faktoren können zu starken Än-
derungen in der Ordnung und Besetzungsdichte der dargestellten Monolayer führen, was
die Reproduzierbarkeit bei der Darstellung erheblich erschwert[190,200]. Weiter ist die
ideale Einlegzeit und Temperatur für den Erhalt wohlgeordneter Monolayer abhängig
vom verwendeten Silan[201]. Trichlorsilane sind reaktiver und können bei Raumtempera-
tur verwendet werden, wohingegen die Trialkoxysilane höhere Temperaturen und längere
Reaktionszeiten benötigen[167]. Analog erfordert eine Verlängerung der Alkylkette eine
Erhöhung der Reaktionstemperatur. So bildet ein Silan mit Decanylrest schon bei 0 °C
geordnete SAMs aus, wohingegen die Verdopplung des Alkylrestes auf 20 Kohlenstoffato-
me eine Reaktionstemperatur von 38 °C bedingt[195]. Auch die Wahl des Lösungsmittels
hat einen entscheidenden Effekt auf den Ordnungsgrad des Monolayers. Wird z.B. Oc-
tadecyltrichlorsilan in Hexan oder Heptan gelöst, wird ein hochgeordneter Monolayer
erhalten, wohingegen die Verwendung von Dodecan als Lösungsmittel zu Multilayern
führt[198].
Das Interesse an Alkylsiloxan SAMs ist groß, selbst wenn die reproduzierbare Herstellung
wohldefinierter Monolayer sich als problematisch erweist, da Alkylsiloxan SAMs sich durch
eine hohe chemische und physikalische Stabilität auszeichnen10. Insbesondere die hohe
chemische Stabilität ermöglicht es bestehende Monolayer auf diverse Arten nachträglich
zu funktionalisieren.
2.2.2 Bildungsmechanismus von Alkylsiloxan-Monolayern
Der Bildungsmechanismus von SAMs auf Siliziumoxid ist alles andere als trivial und
Gegenstand vieler Forschungsarbeiten[162,163]. Verkompliziert wird das Ganze durch die
gleichzeitige Abhängigkeit des Mechanismus von äußeren Faktoren[199].
Im Allgemeinen läuft der Mechanismus über vier Schritte ab[142,202]: Im ersten Schritt
9Eine ausführlich Zusammenstellung über verwendete Konzentrationen sowie die verwendete Einleg-
zeit hat Schwartz[197] zusammengestellt.
10Siehe auch Abschnitt 2.2.3, Seite 19.
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kommt es zur Physisorption des Silans auf der durch Aktivierung hydratisierten Ober-
fläche. Wenn das Silan nahe genug an der Oberfläche angelagert ist, wird es durch das
Oberflächenwasser hydrolysiert. Dadurch entsteht das hochpolare Trihydroxysilan, wel-
ches im dritten Schritt die kovalente Bildung mit den Silanolengruppen der Oberfläche
ausbildet. In Schritt eins bis drei sind erst wenige Silane auf der Oberfläche adsorbiert.
Erst im vierten Schritt bildet sich der wohlgeordnete Monolayer aus. Dies geschieht
vor allem durch die intermolekularen Wechselwirkungen der Alkylketten und der fort-
schreitenden Kondensationsreaktion benachbarter Silane, wodurch ein wohlgeordnetes
Polysiloxan 2D-Netzwerk entsteht[147,200,203,204]. Durch die Fähigkeit der Silane sich
untereinander verbinden zu können, reicht es aus, wenn am Ende nur 10-20% der Silane
tatsächlich mit der Oberfläche kovalent verbunden sind, um einen stabilen Monolayer
zu erhalten[180,195]. Wird der Monolayer nach dem Einlegen für kurze Zeit erhitzt11,
kann er zusätzlich stabilisiert werden. Durch das Erwärmen wird zum einen das Oberflä-
chenwasser entfernt, zum anderen das 2D-Netzwerk der Silane zum Teil aufgebrochen,
wodurch die Silane weitere kovalente Bindungen zur Oberfläche ausbilden[193,195]. Dies
konnte beispielsweise dadurch beobachtet werden, dass ein frisch präparierter Alkylsi-
loxan SAM problemlos durch Salpetersäure wieder entfernt werden konnte. Nach der
Behandlung mit 120 °C oder nach der Lagerung bei Raumluft und -temperatur für ei-
nige Tage wird er hingegen unempfindlich gegenüber Salpetersäure[195]. Dies steht im
Einklang mit NMR-Untersuchungen auf Quarzglas, in denen das Entfernen des Ober-
flächenwassers und das nachfolgende Ausbilden weiterer kovalenter Bindungen zwischen
der Quarzoberfläche und den Silanen beobachtet werden konnte[206].
Während der Chemisorption kann es zu Defekten im Monolayer kommen, wenn bei-
spielsweise eine geminale Silanolgruppe mit dem Silan eine kovalente Bindung ausbildet.
Dann kann die zweite Silanolgruppe aus sterischen Gründen nicht mehr mit dem bereits
gebunden Silan reagieren[182–184,188]. Es kann sogar dazu kommen, dass dieses geminal
gebundene Silan so ungünstig zu den umgeben Silanen auf der Oberfläche steht, dass
es keine weitere Kondensationsreaktion mehr eingehen kann. Anstelle dessen, kann das
Silan mit freien Silanen in der Lösung regieren, welches zu Multilayerschichten führt, wie
in Abbildung 2.6 dargestellt12[205].
Der Monolayer kann dann letztlich in Schritt vier über geordnete Inseln entstehen[166,207],
welche im Laufe der Zeit zusammenwachsen, oder durch einen zunächst ungeordneten,
statistisch besetzten Monolayer welcher sich erst über die Zeit ordnet[208–212]. Beide
11Typischerweise reichen 120 °C für 4-6min aus[205].























































































































































































































Abbildung 2.6: Schematische Darstellung des Bildungsmechanismus eines Alkylsilox-
an SAM.
Prozesse sind in Abbildung 2.7 schematisch dargestellt13. Welcher Prozess abläuft ist
von Parametern wie der Spacerlänge[189], Lösungsmittel[198], Alter der Lösung[213–215],
Wassergehalt[199,214–216], Einlegzeit[213,216,217] und der Temperatur[218–221] abhängig.
Es ist beispielsweise bekannt, dass bei kürzeren Spacern bevorzugt das statistische
Wachstum beobachtet wird[189], wohingegen ein erhöhter Wassergehalt, wie auch die
Verwendung einer älteren Silanlösung zu einem Inselwachstum führen. Dies könnte ein
13Eine ausführliche Abhandlung über den Mechanismus ist unteranderem bei Schwartz[197] und
bei Ravoo und Reinhoudt et al.[162,163] zu finden.
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Hinweis auf präorganisierte vernetzte Polysiloxaneinheiten in der Lösung sein[215]. Davon






Abbildung 2.7: Schematische Darstellung des Inselwachstums und des statistischen
Wachstums eines SAMs.
2.2.3 Stabilität von Alkylsiloxan-Monolayern
SAMs auf Siliciumoxidoberflächen sind sehr stabil gegenüber physikalischen und chemi-
schen Einflüssen. Verantwortlich dafür ist die stabile kovalente Bindung zwischen dem
Silan und der Oberfläche, wie auch das ausgebildete 2D-Netz zwischen den Silanen.
Gegenüber mechanischer Arbeit wie Reibung sind sie stabil und die Stabilität kann mit
Verlängerung des Alkylspacers erhöht werden[222,223]. Über Untersuchungen im Raster-
kraftmikroskop (AFM) konnte Salmeron et al.[158] feststellen, dass beim Anlegen einer
Kraft von 300 nN keine Defekte auftreten. Wird allerdings mit einer dünneren Spitze ge-
arbeitet, reicht eine Kraft von 10 nN aus, um die Monolayerschicht zu verdrängen. Bei
vergleichbaren Alkanthiol SAMs auf Gold reicht dagegen schon die Hälfe der Kraft aus
um Defekte hervorzurufen[158].
Zudem sind SAMs in einem breiten Temperaturintervall stabil. Untersuchungen zeig-
ten, dass Octadecyltrichlorsilan SAMs bis hin zu einer Temperatur von 150 °C intakt
bleiben[224]. Es konnten sogar SAMs entwickelt werden, die erst ab 400 °C Zersetzungen
aufweisen[225]. Auch gegenüber Wasser, organischen Lösungsmitteln und Säuren sind
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diese stabil, sogar wenn zum Sieden erhitzt werden[148,202,226]. Beispielsweise wurden
SAMs entwickelt, welche sich erst nach Behandlung mit mit 2.5M Schwefelsäure in sie-
dendem Dioxan zersetzen oder nachdem sie mit 48% iger Fluorwasserstoffsäure behandelt
wurden[227]. Des Weiteren konnte nach über 40 h in 0.1M Salzsäure keine Veränderung
bei den SAMs beobachtet werden, wohingegen beim Einlegen in 0.1M Natriumhydroxid-
lösung sofort ein Zersetzungsprozess festgestellt werden konnte[142].
Daher lässt sich zusammenfassend sagen, dass abgesehen von basischen Bedingungen die
SAMs ausgesprochen stabil gegenüber Reibung, Temperatureinflüssen, Lösungsmitteln
und Säuren sind.
2.3 Methoden
2.3.1 Bestimmung der thermischen Halbwertszeit der cis-Isome-
re
Die Bestimmung der thermischen Halbwertszeit der cis-Isomere kann unter anderem über
die UV/Vis-Spektroskopie oder der 1H-NMR Spektroskopie erfolgen.
Ausgangspunkt ist die Annahme, dass es sich bei der thermischen Rückisomerisierung um
ein Geschwindigkeitsgesetz erster Ordnung handelt. Daraus ergibt sich der in Gleichung
2.1 dargestellte allgemeine Zusammenhang für die Abnahme der Konzentration des cis-
Isomers. Wird die Gleichung 2.1 umgestellt und logarithmiert kann die exponentielle
Abhängigkeit in eine lineare überführt werden (Gleichung 2.2).




=−k · t (2.2)
Aus Gleichung 2.2 folgt, dass die Ratenkonstante k die negative Steigung der Geraden
[cis]t = Konzentration des cis-Isomers zum Zeitpunkt t [l mol−1]
[cis]t0 = Konzentration des cis-Isomers zum Zeitpunkt t=0 [lmol−1]
k = Ratenkonstante der thermischen Rückisomerisierung [min−1]
t = Zeit [min]
ist, welche durch die Auftragung des Logarithmus des Quotienten aus Konzentration
und Anfangskonzentration gegen die Zeit erhalten wird. Darüber hinaus ergibt sich aus











Aus dem UV/Vis-Spektrum lässt sich über das Lambert-Beersche-Gesetz[228–230] (2.4),
unter der Näherung, dass das cis-Isomer bei der Wellenlänge des pipi∗-Übergang nicht
absorbiert, die Konzentration des trans-Isomers [trans]t bestimmen.
A= ε · c · d (2.4)
[trans]t =
At
ê · d (2.5)
ε = molarer Extinktionskoeffizient des pipi∗-Übergangs [l mol−1 cm−1]
c = Konzentration [mol l−1]
d = Schichtdicke [cm]
At = Absorption des pipi∗-Übergangs zum Zeitpunkt t
Die Konzentration an cis-Isomer ist gegeben durch:
[cis]t = c0− [trans]t (2.6)
c0 = Gesamtkonzentration der unbelichteten Probe [mol l−1]
1H-NMR Spektroskopie
Die 1H-NMR-Signale der aromatischen, sowie unmittelbar benachbarten aliphatischen
Wasserstoffatome sind beim cis-Isomer gegenüber der unbelichteten Probe zum Hochfeld
verschoben. Ursache hierfür ist die Änderung der Molekülsymmetrie durch die Belichtung.
Beim cis-Isomer sind die beiden Phenylringe einander zugewandt, wodurch sich die Was-
serstoffatome des Azobenzols zum Teil im abschirmenden Bereich des Ringstroms des
jeweils gegenüberliegenden Phenylrings befinden. Dadurch werden die Wasserstoffatome
stärker vom äußeren Magnetfeld abgeschirmt, welches zu einer geringeren chemischen
Verschiebung führt.
In Abbildung 2.8 ist exemplarisch das 1H-NMR der unbelichteten und der mit 365 nm
belichteten Probe des Azobenzols 1 gegenüber gestellt. Das Verhältnis der Integrale des
trans- und cis-Isomers ist direkt proportional zur Konzentration der Isomere in der Lö-
sung. Aus den Integralen ergibt sich in diesem Beispiel, dass vor der Belichtung zu 99%
das trans-Isomer vorlag, nach der Belichtung zu 93% das cis-Isomer. Werden nun weite-
re Spektren über die Zeit aufgenommen, kann auch hier die Abnahme der Konzentration




















Abbildung 2.8: 1H-NMR von 1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-(4-(trifluormethoxy)phe-
nyl)diazen (1) in Acetonitril-d3; (a) Spektrum der unbelichteten Probe, (b) Spek-
trum der Probe direkt nach der Belichtung mit 365 nm für 30min.
2.3.2 Monolayercharakterisierung
Die Qualität eines SAMs kann anhand der Schichtdicke, molekularen Orientierung
und Anordnung, Gleichförmigkeit und Belegung, chemischen Zusammensetzung und
der thermischen, sowie chemischen Stabilität bewertet werden. Eine Auswahl aus der
Vielzahl von experimentellen Methoden, die zur Charakterisierung eines SAMs eingesetzt
werden, ist im folgenden Abschnitt zusammengestellt.[136,167].
Durch die Schichtdickenbestimmung kann beurteilt werden, ob sich ein SAM oder ein
Multilayer gebildet hat. Die am weitesten verbreitete Bestimmungsmethode ist die
Ellipsometrie[231]. Darüber hinaus werden aber auch die Röntgenphotoelektronenspek-
troskopie (XPS) und Röntgenreflektometrie (XRR) eingesetzt um Schichtdicken zu
bestimmen[232–236].
Die Standardmethode, um die molekulare Orientierung und Anordnung der Silane auf
der Oberfläche zu bestimmen, ist die Fourier-Transformations-Infrarotspektroskopie
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(FTIR)[237]. Daneben können auch Beugungsmethoden[238–240] sowie die Röntgen-
Nahkanten-Absorptions-Spektroskopie (NEXAFS)[241,242] genutzt werden.
Gleichförmigkeit und Belegung lassen sich zum einem mit makroskopischen Methoden,
welche die Eigenschaften über den gesamten Monolayer bestimmen, wie beispielsweise
dem Kontaktwinkel[243] oder elektroanalytischen Messmethoden bestimmen[244]. Zum
anderen erlauben mikroskopische Methoden wie Rasterkraftmikroskopie (AFM) und
Rastertunnelmikroskopie (STM) einen Informationsgewinn über lokale Strukturen
eines SAMs bis hin zur atomaren Auflösung[136,245–247]. Darüber hinaus hat sich die
Röntgenreflektometrie (XRR) als Methode zur Bestimmung der Besetzungsdichte
bewährt[233].
Abschließend kann die chemische Zusammensetzung eines SAMs über die Röntgenpho-
toelektronenspektroskopie (XPS) bestimmt werden[142,235,248–253].
Nachweis des Schaltprozesses Azobenzol-funktionalisierter SAMs
Da sich die Sichtdicke eines SAMs durch das Schalten des Azobenzols ändert14, kön-
nen potenziell alle Methoden, die zur Bestimmung der Schichtdicke eingesetzt wer-
den, auch das Schalten eines Azobenzols nachweisen. Erfolgreich wurden unter an-
derem die Ellipsometrie[254–257] oder die Oberflächenplasmonenresonanzspektroskopie
(SPR)[258–262] als Nachweismethoden verwendet.
Weitere gängige Methoden sind AFM[263], Kelvin-Sonden Messung[264–266], die Ober-
flächenverstärkte Raman-Streuung (SERS)[267,268] oder die Cyclovoltammetrie[269,270].
Zu einem gewissen Grad lässt sich auch das Kontaktwinkel Messverfahren dazu ein-
setzen das Schalten von Azobenzolen nachzuweisen, da das cis-Isomer ein höheres Di-
polmoment aufweist. Allerdings ist die Änderung auf glatten Oberflächen meist nicht
größer als 10°[234,271–273], was den Nachweis erschwert. Ein weiterer Ansatz besteht
darin, das Schalten durch die Veränderung des Adsorptionsverhaltens von Ionen, Mole-
külen, Partikeln oder sogar lebenden Zellen auf dem SAM nachzuwiesen[274–278]. Wird
auf transparenten Materialien gearbeitet, eignet sich die UV/Vis-Spektroskopie in Durch-
sicht als ein einfaches und gutes Verfahren zum Nachweis des Schaltprozesses Azobenzol-
funktionalisierter SAMs[273,279–281]. Zusätzlich erlaubt eine kontinuierliche Messung über
die Zeit hier eine Bestimmung der Halbwertszeit sowie die Abschätzung der Besetzungs-
dichte, wie im folgenden Abschnitt ausgeführt wird.




Über das Lambert-Beersche Gesetz[228–230] (Gleichung 2.7) kann unter der Annah-
me, dass der molare Extinktionskoeffizient der Monolayer der gleiche ist wie der der
jeweiligen Verbindung in Lösung, die Besetzungsdichte auf der Oberfläche bestimmt
werden[282,283].
A= ε · s (2.7)
s(Lösung) = c · d
s(Monolayer) = molare Besetzungsdichte
ε = molare Extinktionskoeffizient [l mol−1 cm−1]
c = Konzentration [mol l−1]
d = Schichtdicke [cm]
A = Absorption bei λmax(pipi∗)
Die Absorption A ergibt sich aus dem Produkt des Extinktionskoeffizienten ê und der
Variablen s. Die Variable s würde für Lösungen dem Produkt aus Konzentration und
Schichtdicke entsprechen. Für eine Monoschicht hingegen gibt es die Molmenge pro
Fläche an. Wird der Wert mit der Avogadro-Konstanten NA multipliziert ergibt sich die
Anzahl der Moleküle pro Fläche. Zudem muss berücksichtigt werden, dass beide Seiten
des Trägersubstrates beschichtet sind und somit der erhaltene Wert durch zwei dividiert
werden muss. Für die Besetzungsdichte S eines SAMs folgt letztlich der in Formel 2.8
dargestellte Zusammenhang.
S = A2ê ·NA (2.8)
Diese Methode zur Bestimmung von Besetzungsdichten auf Oberflächen stellt auf-
grund der getroffenen Annahmen nur eine grobe Näherung dar. Dennoch lassen sich
mit dieser Methode schnell und ohne großen präparativen Aufwand gute Ergebnisse
erzielen[283],[284],[282]. Weiter ermöglicht sie den quantitativen Vergleich zweier Proben.
Bestätigt wurde diese Annahme unter anderem durch van der Boom et al.[233], der
die so aus den UV/Vis-spektroskopischen Untersuchung erhaltenen Besetzungsdichten
mit denen mittels XRR ermittelten verglich.
Kontaktwinkelmessung
Eine schnell und einfach durchzuführende Methode zur zerstörungsfreien Charakterisie-
rung von Oberflächen ermöglicht die Kontaktwinkelmessung. Durch die Bestimmung der
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Größe des Kontaktwinkels kann eine Aussage darüber getroffen werden, ob die Funktio-
nalisierung von Oberflächen erfolgreich war und inwiefern die Oberfläche homogen ist.










Abbildung 2.9: Schematische Darstellung der Grenzflächenspannung ã und des Kon-
taktwinkels Ú eines Wassertropfens auf einer Oberfläche.
lässt sich die Form der Tropfen durch den Kontaktwinkel Ú beschreiben. Der Kontaktwin-
kel ist definiert als der Winkel Ú zwischen der Tangente am Tropfenrand im Drei-Phasen-
Punkt (fest/flüssig/gasförmig) und der Festkörperoberfläche. Somit kann Ú zwischen 0
und 180° liegen und ist abhängig von der Oberflächenenergie der festen Phase, der
Grenzflächenspannung der Phasengrenze fest/flüssig und der Oberflächenspannung der
flüssigen Phase. Der Zusammenhang dieser Größen kann durch die Youngsche Gleichung
beschrieben werden[285]:




ãs = Oberflächenenergie des Festkörpers
ãsl = Grenzflächenenergie zwischen Flüssigkeit und Festkörper
ãl = Oberflächenspannung der Flüssigkeit
Wird Wasser als Flüssigkeit verwendet, kann die Probe hinsichtlich ihrer Hydrophilie
oder Hydrophobie klassifiziert werden: Liegt der Kontaktwinkel unterhalb von 90° ist die
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Oberfläche hydrophil, oberhalb von 90° hingegen hydrophob.
In der vorliegenden Arbeit wurde die sessile drop Methode verwendet[286], bei der der





In dieser Arbeit wurde mit zwei unterschiedlichen Trichlorsilanen zur Darstellung der
Monolayer gearbeitet. Dabei handelte es sich um 11-Bromundecyltrichlorosilan (2) und
Trichlor(4-(chlormethyl)phenyl)silan (3). Diese Monolayer erlauben durch geeignete Re-
aktionen mit ihrer funktionellen Gruppe die Verknüpfung von weiteren Molekülen an die
Oberfläche. Die Bezeichnung Couplinglayer leitet sich aus ihrer Funktion ab die Kupp-
lung zwischen dem Trägersubstrat und weiteren Molekülen, wie z. B. Azobenzolen, zu
ermöglichen.
In Abbildung 3.1 ist die Darstellung und die anschließende Kupplungsreaktion mit wei-
teren Molekülen des Azidcouplinglayer [N3] und Benzylchloridcouplinglayers [BzCl] ge-
zeigt.
3.1 Benzylchloridlayer [BzCl]
Die nukleophile Substitution als Kupplungsreaktion wird vielfältig bei SAMs
eingesetzt[142,226,287–290]. Insbesondere die Benzylchlorid-terminierten Monolayer eig-
nen sich für die nukleophile Substitution[291–295]. Erfolgreich wurde der Benzylchlorid-
layer beispielsweise mit Pyridinderivaten umgesetzt, wodurch Pyridiniumsalzverknüpfun-
gen entstehen[293,296–298]. Möglich ist auch die Umsetzung mit Phenolderivaten, die mit
dem Couplinglayer Etherverknüpfungen eingehen[299].
Nicht nur nukleophile Substitutionen können auf Benzylchlorid terminierten
SAMs durchgeführt werden. Es ist auch möglich, durch UV-Bestrahlung[300],












































































Abbildung 3.1: Darstellung des benzylchlorid- und des azidterminierten Coup-
linglayers ([BzCl], [N3]) sowie die anschließende Kupplungsreaktion.
STM[302,303] die Benzylchloridgruppe gezielt zum Aldehyd oder zur Säure zu oxidie-
ren.
Dressik et al.[300–307] untersuchte ausführlich die Bildung von SAMs durch die Um-
setzung von Trichlor(4-(chlormethyl)phenyl)silan (3) auf oxidierten Siliziumwafern. Der
berechnete Platzbedarf des Silans 3 beträgt dabei etwa 0.24 nm2, was einer maximalen
Besetzungsdichte in einem dicht gepackten SAM von 4.17 Silanen pro nm2 entsprechen
würde. Gefunden wurde eine maximale Besetzungsdichte von 2.84 Silanen auf nm2 nach
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der Optimierung der Reaktionsbedingungen durch Dressick et al.[205]. Erklärt wurde
diese geringere Besetzungsdichte durch die Verwendung von Toluol als Lösungsmittel.
Dieses lagert sich, begünstigt durch pi-pi-Wechselwirkungen mit den pi-Elektronen des
Silans, während der Chemisorption auf der Oberfläche zwischen den Silanen an[308,309].
3.1.1 Darstellung
Der Benzylchlorid-terminierte Couplinglayer [BzCl] wurde nach dem Standardverfah-
ren der Arbeitsgruppe von van der Boom[310–312] dargestellt, welches in Abbildung
3.1 gezeigt ist. Hierzu wurden die Glas- und Quarzoberflächen zunächst mit Caroscher
Säure oder Sauerstoffplasma gereinigt bzw. hydroxyliert. Direkt im Anschluss wurden
diese unter Stickstoffatmosphäre in der Glovebox bei Raumtemperatur für 20min in
eine Lösung aus Trichlor(4-(chlormethyl)phenyl)silan (3) in n-Pentan eingelegt, mit n-
Pentan gewaschen und abschließend in n-Pentan mit Ultraschall behandelt, um nicht ko-
valent gebundene Silane auf der Oberfläche zu entfernen. Die Reaktion mit den Alkohol-
funktionalisierten Azobenzolen wurde unmittelbar darauf folgend in der Glovebox durch-
geführt. Um die Reaktivität der Hydroxylgruppen zu steigern, wurden diese zuvor mit
Kalium-tert-butylat (KOtBu) (4) ins reaktivere Alkoholat überführt.
3.1.2 Charakterisierung
Die Charakterisierung erfolgte über Kontaktwinkelmessung und UV/Vis-Spektroskopie.
In Abbildung 3.2 ist das Absorptionsspektrum vom [BzCl]-Layer abgebildet. Für die
Berechnung der Besetzungsdichte wurde der Extinktionskoeffizient von Benzylchlorid in
Acetonitril verwendet (ε = 55± 1 · 103 Lmol−1 cm−1 bei 195 nm[205]). Daraus ergeben
sich die in Tabelle 3.1 aufgelisteten Werte.
Die Besetzungsdichten fluktuieren stark mit einer Standardabweichung von 50%. Der
Mittelwert von 8.7 Benzylchloridsilanen pro nm2 deutet auf Multilayer, bzw. auf durch
Physisorption gebundene Silane, die durch die Reinigung nicht entfernt wurden, hin.
Der Verdacht auf kovalent gebundene Multilayer bestätigte sich dadurch, dass bei der
folgenden Reaktion mit den Azoderivaten keine Abnahme der Absorption bei 199 nm1,
charakteristisch für den Benzolring des Couplinglayers, im UV/Vis-Spektrum festgestellt
werden konnte. Wären die Silane größtenteils nicht kovalent auf der Oberfläche gebunden,
hätte sich ihre Anzahl durch anschließendes erneutes Waschen und Ultraschallbehand-
lungen verringern müssen.
Der Kontaktwinkel wurde anhand eines 10µL großen Wassertropfens gemessen. Pro
Substrat wurde mindestens an drei unterschiedlichen Stellen gemessen. Die Mittelwerte























Abbildung 3.2: UV/Vis-Spektrum des Benzylchlorid Couplinglayers [BzCl] auf
Quarz.
Tabelle 3.1: Mittlere Besetzungsdichten des Benzylchlorid-Couplinglayers [BzCl] auf
Quarz, angegeben in Moleküle/nm2 ermittelt über UV/Vis-Spektroskopie.
Monolayer Stichproben Mittelwert σx Median Min Max
-umfang [%]
[BzCl] 7 8.7 51 10.9 1.9 13
in Abhängigkeit vom Trägermaterial und Reinigungsprotokoll sind in Tabelle 3.2 zu-
sammengestellt und lagen zwischen 64-77°. Dressik et al.[205] konnte zeigen, dass ein
Monolayer vorliegt, wenn ein Kontaktwinkel von etwa 67° erhalten wird. Liegt der Winkel
unterhalb dieses Wertes, ist das Trägermaterial noch nicht vollständig besetzt, wohin-
gegen bei einem größeren Winkel Multilayer vorliegen. Daraus lässt sich ableiten, dass
bei den durchgeführten Darstellungen des Benzylchlorid-Couplinglayers [BzCl] sowohl
Monolayer, Multilayer, als auch noch nicht vollständig ausgebildete SAMs auf den Ober-
flächen gebildet wurden.
Ein grundsätzlicher Unterschied zwischen den verwendeten Reinigungsprotokollen, so-
wie dem verwendeten Trägermaterial lag nicht vor, wohl aber in den drei ausgeführten
Versuchsdurchführungen. Die Reproduzierbarkeit in der Darstellung des Benzylchlorid-
Couplinglayers [BzCl], sowie das Erhalten eines wohlgeordneten Monolayers ist diffizil
und ein bekanntes Problem, dass darauf zurückzuführen ist, dass die Chemisorption auf




Tabelle 3.2: Kontaktwinkel des Benzylchlorid-Couplinglayers [BzCl].
Ansatz Medium Stichprobenumfang Mittelwert [°]c σx [%]
1a Quarz 7 77 2.7
Glas 5 69 1.5
2a Quarz 4 64 5.2
Glas 6 67 7.1
3b Quarz 4 76 1.6
Glas 3 67 0.5
aReinigungsprotokoll: Carosche Säure.
bReinigungsprotokoll: Sauerstoffplasma.
cDer Kontaktwinkel für gereinigtes Glas betrug <10° und der Literaturwert für den
[BzCl]-Monolayer liegt bei etwa 67°[205].
3.2 Azidlayer [N3]
Der Azid-Couplinglayer [N3] ermöglicht es Acetylen-funktionalisierte Verbindungen durch
eine 1,3-dipolare Cycloaddition nachHuisgen[313–316] unter Bildung eines 1,2,3-Triazol-
Rings an die Oberfläche zu kuppeln.
Die Huisgen-Reaktion ist eine der bekanntesten und bewährtesten Klick-Reaktionen3 in
der Chemie[317,320,321]. Eine Klick-Reaktion ist nach Sharpless et al.[317] dadurch
charakterisiert, dass die molekularen Baueinheiten einfach herzustellen sind und selektiv
in hohen Ausbeuten miteinander reagieren. Es sollen möglichst keine störenden Neben-
produkte entstehen. Eventuell entstehende Nebenprodukte sollen ebenso wie die Edukte
durch Umkristallisation bzw. Destillation einfach abzutrennen sein. Zu guter Letzt sollte
die Reaktion einfach in ihrer Durchführung sein: d.h. nicht wasser- oder luftempfindlich
und idealerweise in Wasser als Lösungsmittel bei milden Reaktionsbedingungen durch-
führbar sein[317].
Die Huisgen-Reaktion erfüllt all diese Kriterien. Sowohl die Azid-[322], als auch
Acetylengruppe[323] lassen sich einfach in das entsprechende Molekül einführen und sind
dabei unempfindlich gegenüber vielen Reaktionsbedingungen. Die Reaktion kann in wäss-
riger Lösung bei Raumtemperatur durchgeführt werden und liefert in hohen Ausbeuten se-
2Siehe auch Abschnitt 2.2.1, Seite 14.
3Weitere Klick-Reaktionen sind unter anderem in den Aufsätzen von Sharpless et al.[317], Gil et
al.[318] und van Maarseveen et al.[319] aufgeführt.
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lektiv das 1,2,3-Triazolprodukt4. Allerdings entsteht bei der klassischen Huisgen-Reaktion


























Abbildung 3.3: 1,4- und 1,5-disubstituierte 1,2,3-Triazole bei der Huisgen-Reaktion.
jedoch durch die Zugabe von Kupfer(I) als Katalysator behoben werden, durch dessen
Einsatz selektiv nur das 1,4-disubstituierte Triazol entsteht[321,324,325].
Die Huisgen Reaktion wurde 2004 zum ersten Mal zur Funktionalisierung von Oberflächen
verwendet. Nahezu zeitgleich wurde sie vonHoffmann et al.[326] auf Alkylsiloxan-SAMs
und von Collman et al.[327] sowie Choi et al.[328] auf Thiol-SAMs durchgeführt. Seit-
dem wurde die Huisgen-Reaktion zur Funktionalisierung unterschiedlichster Oberflächen
verwendet5.
Um die Azidgruppe auf der Oberfläche zu etablieren, stellten Hoffmann et al. im
ersten Schritt den 11-Bromundecylsiloxan-Monolayer her, wie in Abbildung 3.1 gezeigt.
Auf diesen folgte dann der Brom-Azid-Austausch durch eine nukleophile Substitution
mit Natriumazid (5). Der Azid-Couplinglayer konnte in einem weiteren Reaktionsschritt
quantitativ mit Acetylenderivaten gekuppelt werden[326]. Dabei wurde kein Katalysator
verwendet, sodass neben dem 1,4-Triazol auch das 1,5-Triazol gebildet werden konnte.
Hoffmann gehen davon aus, dass sich auf Grund von sterischen Wechselwirkungen fast
ausschließlich das 1,4-Triazol gebildet habe, wie in Abbildung 3.3 schematisch dargestellt
ist.
3.2.1 Darstellung
Die Darstellung des Azidcouplinglayer [N3] erfolgte nach Hoffmann et al.[326] mit dem
im Arbeitskreis von Prof. Dr. R. Herges (Otto-Diels-Institut für Organische Chemie, Kiel)
4Ein ausführliche Übersicht über mögliche Reaktionsbedingungen für die Kupfer(I)-katalysierte
Huisgen-Reaktion ist im Aufsatz von Meldal et al.[320] aufgeführt.





Die Glas- und Quarzoberflächen wurden im ersten Schritt mit Caroscher Säure oder
Sauerstoffplasma gereinigt bzw. hydroxyliert. Direkt im Anschluss wurden diese unter
Stickstoffatmosphäre in der Glovebox bei Raumtemperatur für 30min in einer Lösung
aus 11-Bromundecyltrichlorosilan (2) in Toluol eingelegt (Abbildung 3.1). Im Anschluss
wurden die funktionalisierten Glas- und Quarzoberflächen mit Toluol gewaschen und
abschließend in Toluol mit Ultraschall behandelt, um nicht kovalent gebundene Silane
auf der Oberfläche zu entfernen. Der Brom-Azid-Austausch wurde in trockenem N,N-
Dimethylformamid mit Natriumazid (5) durchgeführt, indem die Substrate für 3 d bei
70 °C in einem Glasdruckrohr erhitzt wurden. Die Klick-Reaktion erfolgte in Ethanol
durch den Zusatz von katalytischen Mengen einer wässrigen Lösung aus Natriumascorbat
(6) und Kupfer(II)sulfat-Pentahydrat (7).
3.2.2 Charakterisierung
Eine ausführliche Charakterisierung des Brom-, sowie Azidlayers wurde durch Ried und
Ulrich (Arbeitskreis Prof. Dr. R. Herges, Otto-Diels-Institut für Organische Chemie,
Kiel) durchgeführt – in Kooperation mit Strunskus (Arbeitskreis Prof. Faupel, tech-
nische Fakultät, Kiel), der Arbeitsgruppe von van der Boom (Arbeitskreis Prof. Dr.
M. van der Boom, Weizmann Institute of Science, Rehovot, Israel) und Evmenenko
(Brookhaven national laboratory, Upton, USA). Die Charakterisierung erfolgte über den
Kontaktwinkel, AFM, Ellipsometrie, XPS, NEXAFS und XRR[330]. Der Kontaktwinkel des
11-Bromundecylsiloxan-Monolayers betrug ca. 86°. Durch den Brom-Azid-Austausch ver-
ringerte sich dieser nur geringfügig auf 82°7. Mittels der AFM-Messungen konnte Ried
zeigen, dass ein homogener und gleichmäßiger SAM durch die Reaktionsbedingungen
erhalten werden konnte und darüber hinaus der Halogen-Azid-Austausch anhand von
XPS-Daten quantitativ verlief. Das Vorliegen eines SAMs konnte durch die Ergebnis-
se der Schichtdickenbestimmung über XPS, XRR und Ellipsometrie bestätigt werden.
Weiter konnte über XRR die Besetzungsdichte der Silane bestimmt werden, welche bei
4.5Moleküle/nm2 lag[330].
6Die Herstellung und Charakterisierung der einzelnen Reaktionsschritte zur Darstellung des Azidcoup-
linglayers [N3] und die anschließende Kupplungsreaktion ist in der Arbeit von Ried[330] beschrieben.
7Die Literaturwerte für den bromterminierten Layer liegen zwischen 84° und 85° und die für den





Um eine unspezifische Zelladhäsion auf dem verwendeten Trägermaterial (Glas, Quarz)
zu verhindern, müssen auf der Oberfläche molekulare Einheiten vorhanden sein, die ei-
ne initiale, unspezifische Proteinadsorption verhindern[334–336]. Oberflächen, die durch
solche Verbindungen inert gegenüber Proteinadsorption sind, werden im Allgemeinen als
biorepulsiv bezeichnet. Die Vermeidung der unspezifischen Zelladhäsion ist wichtig, da
nur so gewährleistet werden kann, dass die Zellen ausschließlich mit dem Azobenzol
wechselwirken und die Zelladhäsion nicht durch weitere Faktoren beeinflusst wird.
Es können grundsätzlich drei Strategien angewandt werden, um biorepulsive Azobenzol-
SAMs herzustellen. Bei der ersten Strategie (I) wird ein gemischter Monolayer – beste-
hend aus biorepulsiver Verbindung und Azobenzol – hergestellt, sodass die Azobenzole
in eine biorepulsive Matrix eingebettet sind. Bei der zweiten Strategie (II) wird die bio-
repulsive Verbindung direkt am Azobenzol als Spacer integriert. Die dritte Strategie (III)
ist die Kombination aus den beiden erstgenannten.
Dieses Kapitel befasst sich mit wichtigen Vorarbeiten für Strategie I. Es wird nach ei-
ner biorepulsiven Verbindung gesucht, die den Azid-Couplinglayer effizient passiviert. Die
Arbeiten zu Strategie II werden in Kapitel 6 vorgestellt.
4.1 Bekannte biorepulsive Verbindungen
Seit den frühen siebziger Jahren des letzten Jahrhunderts ist bekannt, dass mit Po-
ly(ethylenglycol) (PEG) beschichtete Oberflächen biorepulsiv sind[336–342]. Die PEG-
Beschichtung führt zu einem hohen hydrophilen Charakter der Oberfläche, durch welchen
35
KAPITEL 4. BIOREPULSIVE MONOLAYER
die Proteinadsorption[337,343,344], sowie die Zelladhäsion[334–336] unterbunden werden
können. Die Forschung an biorepulsiven Oberflächen wurde in den neunziger Jahren
auf SAMs ausgeweitet. Es gelang, eine Vielzahl von biorepulsiven SAMs mit terminaler
Oligo(ethylenglycol)-Einheit (OEG-Einheit) herzustellen[344–347].
Neben der PEG- und OEG-Passivierung wurden auch mit kohlenhydratbasierten Ver-
bindungen wie Mannitol und Galactose[347–351], zwitterionischen Verbindungen[352–357],
Oligo(propylensulfoxiden)[358] und Polyglycerolen[359] biorepulsive Oberflächen herge-
stellt. Die Biorepulsion ist dabei nicht auf stark hydrophile Oberflächen begrenzt: auch
mit stark hydrophoben Oberflächen, beispielsweise durch Perfluoralkylketten (PFA), kann
Biorepulsion erreicht werden[360]. Darüber hinaus zeigen aktuelle Forschungsergebnisse,
dass auch Oberflächen mit mittlerem hydrophobem bzw. hydrophilem Charakter – über
die Darstellung eines gemischten Monolayers mit PFA und OEG – effizient die Bio-
adhäsion verhindern und PEG-beschichteten Oberflächen in dieser Hinsicht überlegen
sind[361].
Dennoch ist die Passivierung mit PEG den meisten anderen Systemen in Bezug auf
die Effizienz in aller Regel überlegen und wird daher am häufigsten angewendet. PEG
ist leicht zugänglich, kann die Bioadhäsion gezielt unterdrücken und ist wasserlöslich,
ohne dabei giftig zu sein, oder eine Immunreaktion auszulösen[362]. Dabei kann die
Passivierung mit PEG über einfache Physisorption[363,364] oder über die Chemisorp-
tion an Oberflächen erfolgen[337,365–370]. PEG-funktionalisierte Oberflächen weisen je-
doch den Nachteil auf, dass sie über die Zeit ihre passivierende Wirkung auf Grund von
Oxidationsreaktionen[371–374] und biologischem Abbau in vivo verlieren1,[379].
Die Ursachen für die Biorepulsivität, sowie die geforderten Voraussetzungen in Bezug auf
den molekularen Aufbau einer biorepulsiven Oberfläche sind größtenteils noch ungeklärt.
Zwar konnten durch experimentelle Befunde Hinweise darüber gewonnen werden, welche
grundlegenden strukturellen, chemischen und physikalischen Eigenschaften eine biorepul-
sive Verbindung aufweisen sollten[380,381], allerdings lassen sich diese nur eingeschränkt
auf alle oben genannten Beispiele anwenden. Theorien, die die Ursache für die Biore-
pulsivität erklären, wurden bisher fast ausschließlich für PEG- und OEG-Oberflächen
entwickelt[382–391]. Diese Theorien kommen jedoch zum Teil zu widersprüchlichen Er-
gebnissen, sodass die zugrunde liegenden Prinzipien der Biorepulsivität größtenteils noch
ungeklärt sind.
Generell ist die Stärke der Biorepulsivität abhängig von der Größe und Art der Proteine,
vom Zellstamm und von dem verwendeten Trägersubstrat, sowie dem Ordnungsgrad des
Monolayers[347,388,392–397].
1Weitere Studien über die Stabilität von PEG-Oberflächen in Abhängigkeit von Temperatur, pH-Wert
und Aufbewahrungsmethode sind in den Veröffentlichungen[375–378] gezeigt.
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In dieser Arbeit wurden drei bekannte stark biorepulsive Verbindungen (PEG2000, Tri-
glycerol und Hexa(ethylenglycol) ausgewählt, um sie auf dem Azid-Couplinglayer anzu-
bringen und zu testen, welche der Verbindungen in Bezug auf die verwendeten Zellen
den höchsten Passivierungsgrad aufweist.
Von PEG2000 ist bekannt, dass es über längere Zeit die Zelladhäsion auf Glasoberflächen
unterbinden kann[398,399]. Zudem wurde es vonMoore et al.[331] bereits erfolgreich mit
Hilfe der Klick-Reaktion auf Silizium kovalent gebunden und charakterisiert.
Der Hexa(ethylenglycol)-Monolayer, sowie viele weitere OEG-Monolayer, wurde von Pri-
me et al. auf Gold hergestellt[344,347,358]. Sie konnten zeigen, dass diese Monolayer,
obwohl sie nur wenige OEG-Einheiten aufweisen, sehr gut die Bioadhäsion unterbinden
können. Darüber hinaus war es sogar möglich, die Adsorption von Fibrinogen zu unter-
drücken, obwohl dieses als eines der am besten haftenden Proteine gilt[400,401].
Das Triglycerolderivat stellt eine Erweiterung der OEGs da: Es weist sowohl eine Ethylen-
glycoleinheit, als auch zusätzliche Hydroxidgruppen auf. Von mono-hydroxidterminierten
Oberflächen auf Gold ist bekannt, dass sie die Zelladhäsion, sowie Proteinadhäsion ver-
ringern können[332]. Darüber hinaus gelang es durch die Funktionalisierung mit Mannitol,
welches fünf Hydroxidgruppen aufweist, Oberflächen herzustellen, die über die Zeit deut-
lich bioinerter waren als ein entsprechender Tetraethylenglycolmonolayer[351]. Haag et
al. stellten bereits mit Hilfe von Polyglycerol SAMs auf Gold her, die in ihrer Wirkung
ähnlich gut wie PEG-passivierte Oberflächen waren[359,402]. Darüber hinaus konnten die-
se die Proteinadsorption für längere Zeit unterdrücken, da sie nicht durch Luftsauerstoff
oxidiert, oder in vivo abgebaut wurden. Auch in ihrer thermischen Stabilität waren die
Polyglyceroloberflächen den PEG- und OEG-Verbindungen überlegen und wurden erfolg-
reich zur Passivierung unterschiedlichster Oberflächen verwendet[403–408].
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4.2 Synthese bioinerter Verbindungen
Als Testsubstanzen für gemischte Monolayer wurden die jeweiligen Propargylderivate vom
Triglycerol (TG) 8 und Hexa(ethylenglycol) HEG 9 hergestellt. Das α-Methoxy-ω-alkyne-
PEG mit einem Molekulargewicht von 2000 g/mol (PEG2000) (10) ist kommerziell











Abbildung 4.1: Propargylderivate der biorepulsiven Substanzen 8, 9 und 10 .
4.2.1 (Propargyloxy)triglycerol (8)
Das Propargyl-funktionalisierte Triglycerol (8) wurde in 44% Gesamtausbeute über drei
Synthesestufen hergestellt, wie in Abbildung 4.2 gezeigt. Im ersten Syntheseschritt wur-
den die zwei terminalen Diole vom Triglycerol (11) nach einer Vorschrift von Haag
et al.[409] als Acetale geschützt. Das korrespondierende Diacetaltrigycerol 12 konnte in
82% Ausbeute durch die Reaktion mit 2,2-Dimethoxypropan (13) erhalten werden. Un-
ter reduktiven, oxidativen und stark basischen Bedingungen ist die Acetalschutzgruppe
stabil[410]. In Anlehnung an Burgess et al.[411] wurde die Propargylgruppe durch die
Umsetzung mit Natriumhydrid und Propargylbromid (14) in das acetylierte Triglycerol
12 eingeführt. Das Produkt 15 konnte in 57% Ausbeute erhalten werden. Die Entschüt-
zung erfolgte in 94% Ausbeute durch die Verwendung des sauren Ionenaustauschharzes
DOWEX2 nach einer Vorschrift von Haag et al.[409].
4.2.2 (Propargyloxy)hexa(ethylenglycol) (9)
In Anlehnung an Burgess et al.[411] wurde aus Hexa(ethylenglycol) (16) durch Natri-
umhydrid das Alkoholat gebildet und anschließend mit Propargylbromid (14) umgesetzt.
Die Synthese ist in Abbildung 4.3 gezeigt. Das Produkt 9 konnte in 72% Ausbeute
erhalten werden.
2DOWEX 50W ist ein sulfoniertes Styrol-Copolymer.
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Abbildung 4.2: Synthese von (Propargyloxy)triglycerol (8).







6N2, 0 °C - RT
Abbildung 4.3: Synthese von (Propargyloxy)hexa(ethylenglycol) (9).
4.3 Dargestellte biorepulsive Monolayer
Die Darstellung der biorepulsiven Monolayer erfolgte, wie in Abbildung 4.4 dargestellt,
über die Kupfer-(I)-katalysierte Huisgen-Reaktion auf dem azidterminierten Couplinglayer
[N3] in Ethanol mit 8, 9 und 10.
4.3.1 Charakterisierung
Jeweils die obere Hälfte der azidterminierten Platte wurde unbehandelt gelassen und die
untere Hälfte des Substrats mit den biorepulsiven Verbindungen 8, 9 und 10 umgesetzt.
In unmittelbarer Nähe der Grenze zwischen den unterschiedlich funktionalisierten Teilen
des Substrates wurde jeweils ein 10µL großer Tropfen Wasser aufgebracht.
Die aufgenommen Bilder in Abbildung 4.5 zeigen jeweils auf der linken Seite den Azidlayer
und jeweils rechts den biorepulsiven HEG-[N3], TG-[N3] und PEG-[N3] Monolayer.
Darüber hinaus wurde an mindestens fünf unterschiedlichen Stellen der vollständig mit
den biorepulsiven Verbindungen umgesetzten Couplinglayer der Kontaktwinkel bestimmt.
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Abbildung 4.4: Dargestellte biorepulsive Monolayer HEG-[N3], TG-[N3], PEG-
[N3].
[N3]       HEG-[N3] [N3]        TG-[N3] [N3]        PEG-[N3]
Abbildung 4.5: Gegenüberstellung der Wassertropfenform auf dem Azid-
Couplinglayer [N3] und den biorepulsiven HEG-[N3], TG-[N3], PEG-[N3] Mo-
nolayern.
In der Abbildung 4.6 ist die statistische Auswertung der Ergebnisse dargestellt.
Im Vergleich zum Azid-Couplinglayer [N3] haben sich die Kontaktwinkel deutlich verrin-
gert. Die mit HEG 9 und TG 8 funktionalisierten Monolayer weisen einen Kontaktwinkel
zwischen 50° und 60° auf. Wie in Tabelle 4.1 aufgelistet, schwankt der Literaturwert
in Bezug auf die HEG-funktionalisierten Oberflächen stark und der erhaltene Wert liegt
nicht innerhalb dieses Bereiches. Bei dem mit PEG2000 10 funktionalisierten PEG-[N3]
Monolayer wurden hingegen gute Übereinstimmungen zum Literaturwert gefunden: Die-
ser weist mit 34° den geringsten Kontaktwinkel auf und entspricht somit nahezu dem
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Abbildung 4.6: Statistische Auswertung der Kontaktwinkel vom Azid-Couplinglayer
[N3] und der biorepulsiven HEG-[N3], TG-[N3], PEG-[N3] Monolayer .
Tabelle 4.1: Gemessene Kontaktwinkel der biorepulsiven Monolayer und des Azid-
Couplinglayers.
Monolayer Mittelwert [°] σx [%] Literaturwert [°]
[N3] 81 6.7 77-84[330,333]
HEG-[N3] 57 2.4 23-50[331]
TG-[N3] 52 5.7 -
PEG-[N3] 34 5.4 33[331]
Literaturwert.
4.3.2 Zelladhäsionstest
Die Zelladäsionsexperimente wurden von Qian Li (Arbeitskreis Prof. Dr. C. Selhuber-
Unkel, Technische Fakultät, Kiel) durchgeführt. Die funktionalisierten Substrate wurden
jeweils in eine Lösung gegeben, die 2000 embryonale Ratten-Fibroblasten (REF 52 wt)
enthielt, und unter den Standardbedingungen inkubiert (37 °C, 5% Kohlendioxid, 90%
Luftfeuchtigkeit). Nach 24 h, 72 h und 120 h wurde jeweils die Anzahl der Zellen auf der
Oberfläche in einem Bereich definierter Größe bestimmt. Die gefundenen Ergebnisse sind
in Tabelle 4.2 zusammengefasst.
Die Änderung der Biorepulsivität über die Zeit unterscheidet sich bei den getesteten
Oberflächen nur unwesentlich. Alle Oberflächen weisen nach 72 h einen prozentualen An-
stieg der Zellanzahl von É(24 h72 h)∼ 450% auf. Damit besitzen sie alle eine ähnliche
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Tabelle 4.2: Zelladhäsionstest an bioinerten Oberflächen. Zellanzahl in Abhängigkeit von
der Inkubationszeit und Art des Monolayers.
Monolayer Zellanzahl
24 h 72 h É(24 h72 h) 120 h
HEG-[N3] 183 ∼800 ∼+437% ∼60% Konfluenza
TG-[N3] 215 ∼1000 ∼+465% ∼80% Konfluenza
PEG-[N3] 138 ∼600 ∼+435% ∼50% Konfluenza
aProzentualer Anteil der Oberfläche, der nahezu lückenlos mit adhärenten Zellen bedeckt ist.
Stabilität gegenüber äußeren Einflüssen (z. B. Oxidation durch Sauerstoff). In der Ge-
samtanzahl der adhärierten Zellen unterscheiden sich die Oberflächen jedoch signifikant,
woraus eine Rangordnung nach abnehmender Biorepulsivität aufgestellt werden kann:
PEG2000>HEG>TG. Nach 5 d waren die Substrate so stark mit Zellen bedeckt, dass
nun anstelle der Zellanzahl die prozentuale Oberflächenabdeckung (Konfluenz) durch die
Zellen ermittelt wurde. Die erhaltenen Werte bestätigen die aufgestellte Rangordnung.
Da die Passivierung auf dem PEG-[N3] Monolayer somit am wirksamsten war, wurde
zur Darstellung von gemischten Monolayern PEG2000 10 als Standardverbindung bei
der Herstellung von gemischten Monolayern verwendet3.




















Es ist bekannt, dass stark hydrophile Oberflächen biorepulsiv sind und somit Zelladhäsion
unterbinden können1. Kann nun die Benetzbarkeit einer Oberfläche durch einen äußeren
Stimulus zwischen hydrophil und hydrophob geschaltet werden, ergibt sich die Möglich-
1Vergleiche hierzu Kapitel 4 Abschnitt 4.1, Seite 35.
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keit die Zelladhäsion auf Oberflächen dynamisch zu beeinflussen.
Erfolgreich konnte die Zelladhäsion bereits auf Oberflächen, die mit speziellen tempera-
tursensitiven Polymeren Poly(N-isoproylacrylamid)[412], Poly(ethylenglycol)[413,414] und
Oligo(ethylenglycol)[415] beschichtet waren, geschaltet werden. Die Zelladhäsion war auf
der jeweiligen hydrophoben Oberfläche deutlich höher als auf der hydrophilen.
Ein anderer vielversprechender Stimulus ist Licht. Anders als bei einer Änderung der
Temperatur, kann hier durch die Verwendung einer geeigneten Maske bei der Belichtung
eine wesentlich präzisere zeit- und ortsaufgelöste Beeinflussung der Zelladhäsion erfol-
gen.
Die photoschaltbaren Spiropyrane, die zwischen einer ungeladenen geschlossenen und ei-
ner offenen zwitterionischen Form geschaltet werden können, wurden bereits eingesetzt,
um eine Oberfläche von hydrophob nach hydrophil zu schalten[416]. Dadurch konnte auch
die Zelladhäsion beeinflusst werden. Ferner war es möglich durch die Verwendung von
Fotomasken klar abgegrenzte Bereiche auf Oberflächen zu schaffen, auf denen die Zellen
adhärierten[417,418].
Azobenzole stellen eine weitere vielversprechende Substanzklasse dar, denn auch hier
kann durch die photochemische trans/cis-Isomerisierung die Benetzbarkeit auf der Ober-
fläche beeinflusst werden. Die Änderung beruht auf den unterschiedlichen Dipolmomen-
ten der beiden Isomere[419,420]. Je nach Substitutionsmuster kann das trans-Isomer ein
Dipolmoment von 0-1.2Debye und das cis-Isomer ein Dipolmoment von 3.1-4.4Debye
aufweisen[421–425]. Zusätzlich kommt es durch die gewinkelte Molekülgeometrie des cis-
Isomers zu einer vertikalen Orientierung des Dipolmoments auf der Oberfläche[426]. Beide
Effekte führen dazu, dass Wasser auf einer mit dem cis-Isomer angereicherten Oberfläche
einen kleineren Kontaktwinkel aufweist als auf der trans-Oberfläche[271].
Werden am Azobenzol in para-Position hydrophile oder hydrophobe Gruppen einge-
führt, wird die Änderung der Benetzbarkeit der Oberfläche nicht mehr alleine durch
die Änderung des Dipolmoments bei der photochemischen trans/cis-Isomerisierung
bestimmt, sondern durch die Änderung der Orientierung dieser Gruppe auf der
Oberfläche[24,427,428]. Ferner wird es durch den Einsatz hydrophiler Gruppen in para-
Position sogar möglich den Effekt umzukehren und nun durch das Schalten zum cis-
Isomer eine deutlich hydrophobere Oberfläche zu erhalten[24,420,429].
Die messbare Änderung des Kontaktwinkels ist auf Azobenzol-funktionalisierten Ober-
flächen meist nicht größer als 10°[234,271–273]. Der Effekt kann aber beispielsweise auf
bis zu 145° vergrößert werden, wenn raue Oberflächen mit Azobenzolen beschichtet
werden[428,430,431].
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Die Herausforderung in dieser Arbeit besteht darin, Azobenzolmonolayer zu entwickeln
deren Benetzbarkeit sich schnell und reversibel zwischen hydrophil und hydrophob schal-
ten lässt, ohne das lange Belichtungszeiten notwendig sind. Daher wird als wichtige
Vorarbeit die trans/cis-Isomerisierung auf glatten Oberflächen in Hinsicht auf die Rever-
sibilität und Belichtungsdauer untersucht. Als hydrophobe Gruppe am Azobenzol wird
aufbauend auf die Arbeit von Cho et al.[428] Trifluormethoxy verwendet. Weiter soll
eine Erweiterung dieses Ansatzes durch die Verwendung von Perfluoralkanketten (PFA)
unterschiedlicher Länge erfolgen. Dabei soll geklärt werden, inwiefern sich die Kettenlän-
ge auf das Schaltverhalten der Azobenzole und die Benetzbarkeit der trans-Oberfläche
auswirkt. Sollte es möglich werden unterschiedliche Benetzbarkeiten zu erhalten, könnte
das Schalten der Zelladhäsion in Abhängigkeit von der Ausgangsbenetzbarkeit der Ober-
flächen untersucht werden. Es sollen auch Azobenzolmonolayer mit hydrophiler Gruppe
hergestellt werden, um so ein dem klassischen Azobenzol mit Perfluoralkankette entge-
gengesetztes Schaltverhalten der Benetzbarkeit auf der Oberfläche zu erhalten und dieses
im Vergleich auf die Zelladhäsion testen zu können.
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5.1 Synthesen der Azobenzole mit hydrophober/hy-
drophiler Gruppe
In Abbildung 5.1 ist die Fixierung der Azobenzole auf der Oberfläche dargestellt. Die
Azobenzole tragen als funktionelle Gruppe eine terminale Hydroxylgruppe bzw. einen













































R1: OCF3 , R2: H  1, 17
R1=R2: F 20, 24 R1:  Triglycerol , R2: F  30
R1:  OCH2(CF2)nCF3, R2: F , n= 4 27  n=8 28   
[N3]
[BzCl]
Abbildung 5.1: Hydrophile und hydrophobe Azobenzolderivate zur Darstellung von
Monolayern.
5.1.1 Azobenzole mit hydrophober Gruppe
Die Synthese von 4-((4-(Trifluormethoxy)phenyl)azo)phenol[428,432,433] (17) ist in
Abbildung 5.2 dargestellt und erfolgte in wässrig saurer Natriumnitritlösung nach einer
Vorschrift von Prescher et al.[432] über eine Azokupplung zwischen 4-(Trifluormeth-
oxy)anilin (18) und Phenol (19). Das Azobenzol 17 konnte in 74% Ausbeute isoliert
werden.
In Abbildung 5.3 ist die Synthese nach Weiss et al.[434] von 4-(2-(2,3,4,5,6-
Pentafluorphenyl)diazenyl)phenol (20) dargestellt. Diese erfolgte durch die Kupplung
zwischen Pentafluoranilin (21) und Phenol (19) in 98% Ausbeute. Die Azokupplung
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NaNO2








Abbildung 5.2: Synthese von 4-((4-(Trifluormethoxy)phenyl)azo)phenol (17).
konnte in diesem Fall nicht unter den gleichen wässrig sauren Bedingungen mit
Natriumnitrit (22) durchgeführt werden, wie bei der zuvor beschriebenen Synthese von
4-((4-(Trifluormethoxy)phenyl)azo)phenol (17)[435]. Grund dafür ist, dass unter diesen
Bedingungen das Wasser das elektronenarme Pentafluoranilin (21) nukleophil angreifen
könnte und es so zu einer nukleophilen aromatischen Substitution von Fluor kommen
könnte[436]. Daher wurde auf Nitrosonium-tetrafluoroborat (23) als Kupplungsreagenz
zurückgegriffen.
Die anschließende Einführung der Propargylgruppe ist in Abbildung 5.4 dargestellt und
erfolgte jeweils im Basischen mit Propargylbromid (14) in Anlehnung an Barbas et












N2, -30 °C-RT , MeCN
23
98 % 20
Abbildung 5.3: Synthese von 4-(2-(2,3,4,5,6-Pentafluorphenyl)diazenyl)phenol (20).
phenyl)diazen (1) 96% und für 1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-(2,3,4,5,6-pentafluor-
phenyl)diazen (24) 95%.
Das erfolgreich synthetisierte 1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-(2,3,4,5,6-pentafluor-
phenyl)diazen (24) wurde durch Reaktion mit den 1H,1H-Perfluoralkoholen 25 und
26 weiter funktionalisiert, wie in Abbildung 5.5 gezeigt. In einer ersten Testreaktion
mit Natriumhydrid als Base konnten die Azobenzole 1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-
2-(2,3,5,6-tetrafluor-4-((1H,1H-perfluorhexyloxy)phenyl)diazen (27) in 18% und
1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-(2,3,5,6-tetrafluor-4-((1H,1H-perfluordecyloxy)phenyl)di-
azen (28) in 45% Ausbeute erhalten werden.
2Siehe hierzuauch die Arbeit von Liu et al.[438] und Casas-Solvas et al. [439].
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Abbildung 5.4: Synthese von 1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-(4-(trifluormethoxy)phe-



























N2, RT, THF 
n=4 25
n=8 26
n=4 27 18 %     
n=8 28 45 %
Abbildung 5.5: Synthese von 1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-(2,3,5,6-tetrafluor-4-
((1H,1H-perfluorhexyloxy)phenyl)diazen (27) und 1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-
(2,3,5,6-tetrafluor-4-((1H,1H-perfluordecyloxy)phenyl)diazen (28).
5.1.2 Azobenzole mit hydrophiler Gruppe
Abbildung 5.6 zeigt die Funktionalisierung des Azobenzols 24 mit Triglycerol. Die Tri-
glycerolgruppe wurde, wie zuvor bei der Synthese der Perfluoralkylazobenzole 27, 28,
am 1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-(2,3,4,5,6-pentafluorphenyl)diazen (24) durch eine nu-
kleophile aromatische Substitution am Azobenzol eingeführt. Um Nebenreaktionen durch
die endständigen Hydroxylgruppen des Triglycerols (11) zu vermeiden, wurde das diace-
talgeschützte Triglycerolderivat 12 bei der Reaktion eingesetzt3. Das acetalgeschützte
Triglycerolazobenzol 29 konnte in 64% Ausbeute erhalten werden. Die anschließende
Entschützung wurde in einer wässrigen Methanollösung mit Essigsäure durchgeführt. 1-
(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-(2,3,5,6-tetrafluor-4-(triglyceroxy)phenyl)diazen (30) konn-
te dadurch in 98% Ausbeute isoliert werden.
3Vergleiche hierzu Kapitel 4, Abschnitt 4.2.1, Seite 38.
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40 °C, MeOH, H2O
30 98 %
24
Abbildung 5.6: Synthese von 1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-(2,3,5,6-tetrafluor-4-(tri-
glyceroxy)phenyl)diazen (30).
5.2 Charakterisierung der hydrophilen/hydrophoben
Azobenzole in Lösung
5.2.1 UV/Vis-Spektren und Extinktionskoeffizienten
Die UV/Vis-Spektren der Azobenzole mit hydrophober (1, 27, 28) und hydrophiler
Kopfgruppe (30), sowie das der synthetischen Vorstufe Pentafluorazobenzol 24 sind in
Abbildung 5.7 dargestellt.
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Tabelle 5.1: Extinktionskoeffizienten des pipi∗-Übergangs der hydrophilen/hydropho-
ben Azobenzole in Acetonitril.
Azobenzol λmax Extinktionskoeffizienten ±σx































































Bei den dargestellten Azobenzolen handelt es sich um den klassischen Azobenzoltyp, da
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die Banden der pipi∗- und npi∗-Übergänge sich nur in geringen Umfang überlagern.
Über das Lambert-Beersche Gesetz[228–230] konnten die Extinktionskoeffizienten (ê) und
die Lage des pipi∗-Übergangs bestimmt werden. Die gefundenen Extinktionskoeffizi-
enten betrugen etwa 20 · 103 Lmol−1 cm−1. Nur der Wert vom Azobenzol 28 mit der
Perfluordecylkette lag mit einem Wert von 14.5 · 103 Lmol−1 cm−1 deutlich darunter. In
der Lage des Absorptionsmaximums des pipi∗-Übergangs unterscheiden sich die unter-
suchten Azobenzole kaum: er lag für alle zwischen 344 nm und 351 nm. Die Werte sind














7 28  c7=70.3977107-47M
7 2777c7=70.462710-47M






Abbildung 5.7: UV/Vis-Spektren der hydrophilen/hydophoben Azobenzole mit Pro-
pargylrest (1, 27, 28, 30, 24) in Acetonitril.
5.2.2 trans/cis-Isomerisierung in Lösung
Über die 1H-NMR-Spektroskopie wurde der trans- bzw. cis-Anteil vor und nach der
Belichtung mit 365 nm für 30min bestimmt. Zudem wurde auch die Halbwertszeit der
thermischen Rückisomerisierung des cis-Isomeres bei 27 °C bestimmt.
Vor der Belichtung lag der trans-Anteil der untersuchten Azobenzole zwischen 93 -99%
und konnte nach der Belichtung auf 4 -30% verringert werden. Die Halbwertszeiten waren
mit etwa 8Tagen beim Trifluormethoxyazobenzol 1 am geringsten und am längsten beim
Perfluorazobenzol 24 mit 92Tagen.
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Tabelle 5.2: Prozentualer cis- und trans-Anteil vor und nach der Belichtung mit 365 nm
für 30min der hydrophilen/hydrophoben Azobenzole in deuteriertem Acetonitril.
+ 30min 365 nm T=27 °C
Azobenzol trans-Anteil cis-Anteil τ 1
2
[%] [%] [h]
1 98 79 188
24 99 76 2215
27 97 93 295
28 93 70 1170
30 99 96 978
5.3 Monolayer
5.3.1 Darstellung und Nomenklatur der Monolayer
Die in Abschnitt 5.1 hergestellten Azobenzole wurden mit dem Benzylchloridcouplinglayer
[BzCl] und Azidcouplinglayer [N3] umgesetzt, die wie in Kapitel 3 beschrieben unmit-
telbar vorher hergestellt wurden. Zusätzlich wurden auch mit PEG2000 10 gemischte
Monolayer in unterschiedlichen Konzentrationen präpariert.
Für die Monolayer wurde folgende Nomenklatur verwendet: Die jeweilige hydrophobe
oder hydrophile Gruppe in para-Position des Azobenzols steht als Präfix im Namen.
Beispielsweise wird das Azobenzol 1-(4-(Propargyloxy)phenyl)-2-(2,3,5,6-tetrafluor-4-
((1H,1H-perfluorhexyloxy)phenyl)diazen (27) mit CF3(CF2)4 abgekürzt. Darauf folgt
die Abkürzung -Azo- um zu kennzeichnen, dass es sich um einen Azobenzolmonolayer
handelt. Als Letztes wird in eckigen Klammern der verwendete Couplinglayer mit [N3]
für den Azid- und [BzCl] für den Benzylchloridcouplinglayer angegeben. In Abbildung
5.8 sind die Namen der einzelnen Monolayer zusammen mit ihrer Strukturformel aufge-
führt.
Die Charakterisierung der Monolayer erfolgte über die UV/Vis-Spektroskopie und den
Kontaktwinkel. Weiter konnte über die Extinktionskoeffizienten der Azobenzole in Lö-
sung die Besetzungsdichte der Monolayer bestimmt werden4.
4Die theoretischen Annahmen zur Berechnung der Besetzungsdichte von Monolayern über die Ab-



















































































































Abbildung 5.8: Übersicht der dargestellten Azobenzolmonolayer mit hydrophober
oder hydrophiler Kopfgruppe.
5.3.2 UV/Vis-Spektren
In den Abbildung 5.9 und 5.10 sind die UV/Vis-Spektren der Monolayer gegenüberge-
stellt. Das UV/Vis-Spektrum der Azobenzolmonolayer, die über den Benzylchloridcoup-
linglayer [BzCl] hergestellt wurden, unterscheiden sich nur unwesentlich von ihren Analo-
gen auf dem Azidcouplinglayer [N3]. Erst unterhalb einer Wellenlänge von 275 nm treten
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signifikante Unterschiede auf. Der Unterschied resultiert aus der zusätzlichen Absorption
des Benzolrings beim Benzylchloridcouplinglayer [BzCl] bei 199 nm und 227 nm5.
Die Abbildung 5.10 zeigt die UV/Vis-Spektren der auf Tetrafluorazobenzolderivaten ba-





























Abbildung 5.9: UV/Vis-Spektren der Monolayer CF3O-Azo-[BzCl] und CF3O-
Azo-[N3] sowie F-Azo-[BzCl] und F-Azo-[N3] im Vergleich auf Quarz.




















Abbildung 5.10: UV/Vis-Spektren der Monolayer F-Azo-[N3], CF3(CF2)4-Azo-
[N3], CF3(CF2)8-Azo-[N3], TG-Azo-[N3] auf Quarz.
nolayer voneinander, analog zu den Ergebnissen der Azobenzole in Lösung.
5Vergleiche hierzu Abbildung 3.2, Seite 30.
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Es wurde ferner eine statistische Auswertung der Lage des Absorptionsmaximus des
pipi∗-Übergangs aller Azobenzolmonolayer durchgeführt. Die Ergebnisse sind in Tabel-
le 5.3 zusammengestellt. Die Lage des Absorptionsmaximums der Azobenzole auf dem
Monolayer verschob sich statistisch nicht signifikant, im Durchschnitt um É4 nm im
Vergleich zum Azobenzol in Lösung.
Tabelle 5.3: Mittelwerte der Wellenlänge des Absorptionsmaximums des pipi∗-
Übergangs der Monolayer CF3O-Azo-[BzCl] , F-Azo-[BzCl], CF3O-Azo [N3], F-
Azo-[N3], CF3(CF2)4-Azo-[N3], CF3(CF2)8-Azo-[N3] und TG-Azo-[N3] im Ver-
gleich zum entsprechenden Azobenzol in Acetonitril.
Monolayer λmax(ML)a ±σx Azobenzol λmax(AB)b É c
[nm] [nm] [nm]
CF3O-Azo-[BzCl] 342 ±2.0 17 348 -6
CF3O-Azo-[N3] 341 ±2.9 1 343 -2
F-Azo-[BzCl] 351 ±3.2 20 351 0
F-Azo-[N3] 348 ±3.0 24 346 +2
CF3(CF2)4-Azo-[N3] 344 ±2.1 27 347 -3
CF3(CF2)8-Azo-[N3] 352 ±1.4 28 344 +8
TG-Azo [N3] 345 ±2.6 30 350 -5
aMonolayer.
bAzobenzol in Acetonitril.
cDifferenz der Lage des λmax(pipi∗)-Übergangs des Monolayers und dem freien Azobenzols
in Lösung: λmax(Monolayer) - λmax(Azobenzol).
5.3.3 Besetzungsdichte
Azobenzolmonolayer basierend auf dem Benzylchloridlayer [BzCl]
Die Azobenzole 17 und 20 wurden mit dem Benzylchloridlayer umgesetzt. Bei einer
Reaktionstemperatur von 80 °C wurden unterschiedliche Reaktionszeiten bei der Darstel-
lung der Azobenzolmonolayer in zwei Versuchsdurchführungen getestet und jeweils die
Besetzungsdichte ermittelt. Zusätzlich wurde auch der Kontaktwinkel gegen einen 10µL
Wassertropfen an mindestens fünf unterschiedlichen Stellen bestimmt. Die Ergebnisse für
die Monolayer CF3O-Azo-[BzCl] und F-Azo-[BzCl] sind in Tabelle 5.4 zusammenge-
stellt.
Betrachtet man die ermittelten Werte für Monolayer CF3O-Azo-[BzCl] so führte eine
Verlängerung der Reaktionszeit um einen Tag zu keinen signifikanten Unterschieden in
der Besetzungsdichte und dem Kontaktwinkel. In beiden Fällen lag die Besetzungsdichte
bei 1.4Moleküle/nm2 und der Kontaktwinkel bei 80°. Bei dem Monolayer F-Azo-[BzCl]
dagegen verringerte sich der Kontaktwinkel drastisch von etwa 80° nach 67 h auf 35° nach
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Tabelle 5.4: Mittlere Besetzungsdichte und Kontaktwinkel der Monolayer CF3O-Azo-
[BzCl] und F-Azo-[BzCl] auf Quarz in Abhängigkeit von der Reaktionsdauer.
Ansatz 1
Monolayer 67 h 91 h 117 h
F-Azo-[BzCl] Besetzungsdichte
a 2.51 ±0.17 2.91 ±0.10 0.70 ±0.30
Kontaktwinkelb 82.3 ±4.30 53.5 ±12.6 34.4 ±7.10
Ansatz 2





Besetzungsdichtea 1.42 ±0.11 1.41 ±0.28
Kontaktwinkelb 82.5 ±2.63 80.5 ±3.10
aIn Moleküle/nm2; ±σx.
bIn °; ±σx.
117 h Reaktionszeit. Zudem nahm auch die Besetzungsdichte durch Erhöhung der Re-
aktionszeit von 91 h auf 117 h um fast zwei Drittel ab. Dieser Monolayer wurde durch
die Umsetzung von 4-Perfluorazobenzol-4-phenol (20) mit dem Benzylcouplinglayer her-
gestellt [BzCl]. Um die Reaktivität des Azobenzols zu erhöhen wurde dieses zuvor mit
Kalium-tert-butylat (4) zum Phenolat umgesetzt. Dieses widersprüchliche Phänomen,
könnte durch eine unerwünschte nukleopile Substitution am pentafluorierten Benzolring
des Azobenzols bei der anschließenden Umsetzung mit dem Couplinglayer erklärt werden.
Zum einen könnten die Azobenzole miteinander reagieren, wodurch es zu der gefundenen
Erhöhung der Besetzungsdichte nach 91 h auf 2.9Moleküle/nm2 gekommen sein kann.
Zum anderen könnte es auch durch etwaige Spuren von Wasser zu einer Substitution
von Fluor gegen Hydroxyl am Benzolring gekommen sein[435,436]. In beiden Fällen wür-
den durch die Reaktion Fluoridionen in der Reaktionslösung vorliegen, welche zu einer
Zersetzung des Monolayers führen können. Sowohl durch den teilweisen Abbau des Mo-
nolayers, als auch durch vorhandene terminale Hydroxidgruppen am Azobenzol würde der
Monolayer im Laufe der Zeit deutlich hydrophiler werden, welches die Abnahme des Kon-
taktwinkels, sowie die gefundene große Varianz des Kontaktwinkels erklären würde. Eine
Überprüfung dieser Hypothese steht jedoch noch aus und sollte Gegenstand zukünftiger
Arbeit sein.
Azobenzolmonolayer basierend auf dem Azidcouplinglayer [N3]
Die Besetzungsdichten der Monolayer waren stark abhängig von dem jeweils verwen-
deten Couplinglayer. Ursache hierfür war unter anderem das unterschiedliche Alter der
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verwendeten Silanlösung bei der Darstellung des Couplinglayers6. Daher wurden zum
Vergleich der Besetzungsdichten immer nur die Oberflächen herangezogen, welche mit
Couplinglayern des gleichen Ansatzes hergestellt wurden. Die Klick-Reaktion auf der
Tabelle 5.5: Mittelwerte der Besetzungsdichte der Monolayer CF3O-Azo [N3], F-Azo-
[N3], CF3(CF2)4-Azo-[N3], CF3(CF2)8-Azo-[N3] und TG-Azo-[N3] auf Glas.
Besetzungsdichte ±σx [Moleküle/nm2]
Monolayer Azobenzol Ansatz 1 Ansatz 2
CF3O-Azo [N3] 1 1.64 ±0.521a
F-Azo-[N3] 24 1.36 ±0.248b
TG-Azo-[N3] 30 0.64 ±0.090b
CF3(CF2)4-Azo-[N3] 27 2.31 ±0.129a,c




Oberfläche wurde nach dem Standardverfahren durchgeführt und die Reaktionszeit be-
trug, wenn nicht anders angegeben, drei Tage.
Bei Ansatz 1 in Tabelle 5.5 hatte Monolayer CF3O-Azo [N3], hergestellt über Azobenzol
1, die höchste Besetzungsdichte mit 1.6Moleküle/nm2. Dagegen war die Besetzungsdich-
te mit 0.6Moleküle/nm2 beim Monolayer TG-Azo-[N3] mit der voluminösen terminalen
Triglycerol Gruppe (TG) am Azobenzol 30 deutlich geringer. Die beiden Azobenzolderi-
vate mit den Perfluorketten wurden bei Ansatz 2 gegeneinander getestet (28 und 27).
Hierbei zeigte das Azobenzol mit der längeren Perfluoralkylkette (28) eine deutlich höhe-
re Besetzungsdichte (3.2Moleküle/nm2) als das um vier CF2 Einheiten kürze Azobenzol
(27, 2.3Moleküle/nm2) bei der Umsetzung. Analog zur Darstellung von Siloxanlayern
könnten stärkere intermolekulare Wechselwirkungen durch die längere Perfluoralkylkette,
das Wachstum des Azobenzolmonolayers begünstigt haben7.
5.3.4 Kontaktwinkel
Der statische Kontaktwinkel zwischen den unbelichteten Monolayern und einem 10µL
großen Wassertropfen wurde an mindestens fünf unterschiedlichen Stellen des Substrates
bestimmt. Die daraus berechneten Mittelwerte und die Besetzungsdichte des jeweiligen
vermessen Substrates, die über die UV/Vis-Messung an jeweils zwei unterschiedlichen
Stellen gemittelt wurde, sind in Tabelle 5.6 dargestellt.
6Siehe auch Abschnitt 2.2.1, Seite 14.
7Vergleiche hierzu Abschnitt 2.2.1, Seite 14.
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Monolayer CF3(CF2)8-Azo-[N3] hatte mit einem Kontaktwinkel von etwa 110° den
hydrophobesten Charakter gefolgt von dem um vier CF2-Einheiten kürzeren Azoben-
zolmonolayer CF3(CF2)4-Azo-[N3] mit 92°. Den hydrophilsten Charakter hatte der
TG Azobenzolmonolayer TG-Azo-[N3] mit 62°. Dieser Wert ist um 10° höher als der
vom reinen TG-[N3] Monolayer aus Kapitel 48. Daraus kann geschlossen werden, dass
das fluorierte Azobenzol einen hydrophoben Beitrag zur Oberflächenbenetzbarkeit liefer-
te. Da bei den Monolayern CF3O-Azo [BzCl] und CF3O-Azo-[N3] die Kontaktwinkel
Tabelle 5.6: Kontaktwinkel der unbelichteten Monolayer F-Azo-[N3], CF3(CF2)4-Azo-
[N3], CF3(CF2)8-Azo-[N3] und TG-Azo-[N3] auf Glas in Abhängigkeit von der Be-
setzungsdichte.
TG-Azo-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 61.6 ±2.00
Besetzungsdichte ±σxb 0.55 ±0.031
F-Azo-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 64.9 ±0.60
Besetzungsdichte ±σxb 1.12 ±0.040
Kontaktwinkel ±σxa 83.8 ±1.40c
Besetzungsdichte ±σxb 2.44 ±0.060
CF3(CF2)4-Azo-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 91.7 ±5.00
Besetzungsdichte ±σxb 1.90 ±0.337
CF3(CF2)8-Azo-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 109.4 ±3.40




über viele Versuchsdurchführungen bestimmt wurden, wurde anstelle einer tabellarischen
die graphische Gegenüberstellung der Kontaktwinkel in Abbildung 5.11 gewählt. In der
8Vergleiche hierzu Tabelle 4.1, Seite 41.
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Abbildung ist der Mittelwert des Kontaktwinkels gegen die Besetzungsdichte aufgetragen
und ferner ist die Standardabweichung beider Größen eingezeichnet.
CF3OmAzom[BzCl]kaufkQuarz
CF3OmAzom[N3]kaufkQuarz





















Abbildung 5.11: Mittelwerte und Standardabweichung der Kontaktwinkel der Mono-
layers CF3O-Azo-[BzCl] und CF3O-Azo-[N3] auf Glas und Quarz in Abhängigkeit
von der Besetzungsdichte.
Die gefundenen Kontaktwinkel, die auf den untersuchten Substraten unterschiedlicher
Versuchsdurchführungen über mindestens fünf Messungen bestimmt wurden, streuen
zwischen 67-87°. Es lag kein proportionaler Zusammenhang zwischen der Höhe der Be-
setzungsdichte und dem Kontaktwinkel vor. Wird der Mittelwert über alle gemessen
Kontaktwinkel unabhängig von der Versuchsdurchführung gebildet, ergeben sich folgen-
de Mittelwerte für die Kontaktwinkel:
CF3O-Azo [BzCl](Quarz) = 81.9° ±5.49°
CF3O-Azo-[N3](Quarz) = 78.2° ±5.91°
CF3O-Azo-[N3](Glas) = 77.4° ±5.14°
Die Werte zeigen, dass der mittlere Kontaktwinkel über alle Versuchsdurchführungen
nicht nur unabhängig vom Trägermaterial, sondern, unter Berücksichtigung des Fehlers,
auch unabhängig vom Couplinglayer war.
5.3.5 trans/cis-Isomerisierung auf der Oberfläche
Auf allen dargestellten Monolayern konnte die trans/cis-Isomerisierung im UV/Vis-Spek-
trum beobachtet werden. In Abbildung 5.12 und 5.13 sind die UV/Vis-Spektren der Be-
lichtungsexperimente aller Monolayer dargestellt. Es reichte bei allen Monolayern eine
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Belichtungszeit von 20 s mit 365 nm aus, um das photostationäre Gleichgewicht zu er-
reichen. Das Zurückschalten zum trans-Isomer war nahezu reversibel und gelang durch
die Belichtung mit 470 nm zwischen 20 s und 40 s. Bisher konnte auch nach über acht
Schaltzyklen keine Veränderungen im reversiblen Schalten auf den Monolayern beobach-
tet werden. Alle Monolayer zeichnen sich somit durch eine hohe Stabilität gegenüber der
























































































































Abbildung 5.12: trans/cis-Isomerisierung der Monolayer CF3O-Azo-[BzCl], F-
Azo-[BzCl], CF3O-Azo [N3] und F-Azo-[N3]: UV/Vis-Spektren nach der Be-
lichtung mit 365 nm und 470 nm.
61



























































































































Abbildung 5.13: trans/cis-Isomerisierung der Monolayer: CF3(CF2)4-Azo-[N3],
CF3(CF2)8-Azo-[N3] und TG-Azo-[N3]: UV/Vis-Spektren nach der Belichtung
mit 365 nm und 470 nm.
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Die Halbwertszeit der Monolayer wurden bei einer Raumtemperatur von 21 °C, wie in
Tabelle 5.7 dargestellt, bestimmt. In allen Fällen folgte die thermische Rückisomerisierung
des cis-Isomeres einem Geschwindigkeitsgesetz erster Ordnung. Mit acht Stunden war die
Halbwertszeit beim F-Azo-[N3] Monolayer am geringsten und beim CF3(CF2)8-Azo-
[N3] Monolayer mit vier Tagen am höchsten. Die Halbwertszeiten der entsprechenden
ungebundenen Azobenzole in Lösung lagen zwischen acht Tagen und drei Monate9.
Somit führt die Fixierung eines Azobenzols auf einer Oberfläche zu einer drastischen
Verringerung der thermischen Halbwertszeit.
Tabelle 5.7: Thermischen Halbwertszeit ermittelt über die UV/Vis-Spektroskopie des
cis-Isomers der Monolayer F-Azo-[N3], CF3-Azo-[N3], CF3(CF2)4-Azo-[N3] ,
CF3(CF2)8-Azo-[N3] und TG-Azo-[N3] gemessen bei 21 °C.
T= 21 °C




CF3-Azo-[N3]b 1.74 22.2 ±0.45
F-Azo-[N3]a 1.65 8.1 ±0.21
CF3(CF2)4-Azo-[N3]b 0.95 38.5 ±3.3
CF3(CF2)8-Azo-[N3]b 2.05 103 ±3.2
TG-Azo-[N3]a 0.66 42.6 ±2.2
aMonolayer auf Glas.
bMonolayer auf Quarz.
5.3.6 Schalten des Kontaktwinkels auf Oberflächen
Bei der Versuchsdurchführung wurde der Kontaktwinkel nach der Belichtung mit 365 nm
an fünf zufälligen Stellen des Monolayers bestimmt, danach die Probe im Stickstoff-
strom getrocknet, bevor sie erneut mit 470 nm belichtet wurde. Die gefundene Änderung
des Kontaktwinkelmittelwertes war reversibel und entsprach den Erwartungen mit einer
Abnahme beim Schalten vom trans- zum cis-Isomer. Allerdings war die Änderung des
Kontaktwinkels im Mittel mit 4° zu klein, sodass sie innerhalb der Fehlergrenzen der
Messreihe lag. Dieser Sachverhalt trat bei allen dargestellten Monolayern auf, sodass
keine signifikante Änderung durch die trans/cis-Isomerisierung beobachtet werden konn-
te. Auch die Variation der Versuchsdurchführung, bei der immer die gleichen Stellen der
Monolayer untersucht wurden, führte zu keiner Verbesserung der Ergebnisse. In Abbil-
dung 5.14 ist zur Veranschaulichung eine Messreihe von Monolayer CF3O-Azo-[BzCl]
9Vergleiche hierzu Tabelle 5.2, Seite 52.
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Belichtung mit 365 nm









Abbildung 5.14: Schalten des Kontaktwinkels mit 365 nm und 470 nm vom Azoben-
zolmonolayer CF3O-Azo-[BzCl] auf Quarz.
abgebildet.
Es ist bekannt, dass durch raue Oberflächen der Effekt der Kontaktwinkeländerung ver-
stärkt werden kann[428,430,431]. Daher wurden, in Zusammenarbeit mit dem Arbeitskreis
von Prof. Helmut Föll (Institut für Materialwissenschaft, Universität Kiel), Monolayer
CF3O-Azo-[BzCl] auf mit Fluorwasserstoffsäure angerauten und sandgestrahlten Gla-
soberflächen dargestellt[440,441]. In dieser ersten Versuchsdurchführung wurden verschie-
dene Rauegrade getestet, indem die Konzentration und Einlegzeit in die Fluorwasser-
stoffsäure beim Ätzen vom Glas variiert wurde (20wt%: 1; 3; 5; 9; 12min, 48wt%: 1; 3;
5; 8; 9min). Allerdings konnte auf den bisher getesteten Oberflächen keine Vergrößerung
der Kontaktwinkeländerung beobachtet werden.
5.3.7 Reproduzierbarkeit der Besetzungsdichten
Die Besetzungsdichten der Monolayer sind, wie bereits erwähnt, stark abhängig von den
jeweils verwendeten Couplinglayern. Die Unterschiede wurden umso größer, je weiter die
einzelnen Versuchsdurchführungen bei der Darstellung des Couplinglayers zeitlich aus-
einander lagen. Ursache hierfür ist das Alter der verwendeten Silanlösung[198], sowie
gegebenenfalls Unterschiede im Wassergehalt beim verwendeten Lösungsmittel[199].
Wurden die Monolayer zeitnah hergestellt, konnte eine gute Übereinstimmung in den
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Besetzungsdichten gefunden werden. In Abbildung 5.15 sind die Besetzungsdichten von
zwei Versuchsdurchführungen (a) und (b) mit dem Monolayer CF3O-Azo [N3] gezeigt,
deren zeitlicher Abstand bei der Herstellung eine Woche betrug. Um bei den Ansät-
zen gleich mehrere Vergleichsproben zu haben, und damit eine umfassendere Aussage
über die Reproduzierbarkeit treffen zu können, wurden, neben dem reinen Azobenzol-
monolayer, auch mit PEG2000 10 gemischte Monolayer hergestellt10. Dazu wurde der
Azidcouplinglayer [N3] bei der Klick-Reaktion in eine ethanolische Lösung eingelegt,
in der das Azobenzol 1 und PEG2000 10 in einem definierten Molverhältnis vorlagen.
Der prozentuale Molanteil von Azobenzol ist in der Abbildung 5.15 gegen die gefunden
/Mittelwert /Minimum/Maximum





























































Abbildung 5.15: Besetzungsdichten des Monolayers CF3O-Azo [N3] mit PEG2000
10 gemischt auf Glas: Gezeigt sind zwei Versuchsdurchführungen deren zeitlicher
Abstand in der Herstellung eine Woche betrug. Es wurden jeweils 10-12 UV/Vis-
Messungen je Mol-% Azobenzol durchgeführt und daraus die Besetzungsdichte be-
rechnet.
Besetzungsdichten aufgetragen. Der Stichprobenumfang lag je Mol-% Azobenzol Kon-
zentration zwischen 10-12 Proben.
Die beiden Versuchsdurchführungen (a) und (b) unterscheiden sich nur marginal in den
gefunden Besetzungsdichten, die durch den Einsatz der verschiedenen Molkonzentratio-
nen an Azobenzol (1%, 5%, 10%, 20%, 100%) bei der Klick-Reaktion erhalten wurden.
Ein signifikanter Unterschied lag bei der Streuung der Werte des reinen Azobenzolmono-
layers vor, die bei der Versuchsdurchführung (a) deutlich höher war. Die genaue Ursache
hierfür bleibt unklar.
Dennoch konnte durch den Versuch gezeigt werden, dass sich die Besetzungsdichten auf
den Monolayern reproduzieren lassen, wenn die Versuche innerhalb von wenigen Tagen
10Siehe auch Kapitel 4, Seite 35.
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durchgeführt werden, mit der gleichen Silanlösung gearbeitet wurde und der Wasserge-
halt des Lösungsmittel gleich war.
5.3.8 Unabhängigkeit der Besetzungsdichten vom Trägermate-
rial
Um zu testen, ob das Trägermaterial (Quarz, Glas) einen Einfluss auf die Besetzungsdich-
te hat, wurden in einem weiteren Versuch jeweils sechs Glas- und Quarzplatten mit dem
Monolayer CF3O-Azo [N3] beschichtet. Analog zu den, im vorangegangenen Abschnitt
5.3.7 vorgestellten Versuchen, wurde mit PEG2000 10 gemischte Monolayer hergestellt.
Die gefundenen Besetzungsdichten sind in der Abbildung 5.16 gezeigt. Es wird deutlich,









































Abbildung 5.16: Besetzungsdichten des Monolayer CF3O-Azo [N3] mit PEG2000
10 gemischt in Abhängigkeit vom verwendeten Trägermaterial (Glas und Quarz).
5.4 Zelladhäsionstest
Die Beeinflussung der Zelladhäsion durch die trans/cis-Isomerisierung der Monolayer
CF3O-Azo [BzCl], CF3O-Azo [N3] und F-Azo-[N3] wurden von Qian Li und Dr.
Saskia Viebig (Arbeitskreis Prof. Dr. C. Selhuber- Unkel, Technische Fakultät, Kiel) un-
tersucht. Bei den durchgeführten Untersuchungen auf glatten Oberflächen konnte bis
jetzt keine signifikante und reproduzierbare Änderung der Zelladhäsion festgestellt wer-
den. Sollte es jedoch gelingen die Änderung des Kontaktwinkels zu vergrößern, zum Bei-
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spiel durch die Verwendung von rauen Oberflächen, könnte dadurch auch ein messbarer















hν Δt = ps - ms
Push-Pull-Azobenzole gehören zu den Pseudostilbenen1. Sie sind an den beiden Phe-
nylringen jeweils in para-Position mit einem Elektronendonator (Push) und an dem ge-
genüberliegenden Phenylring mit einem Elektronenakzeptor (Pull) substituiert. Das Zu-
1Siehe auch Abschnitt 2.1.4, Seite 10.
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sammenwirken der induktiven, wie auch mesomeren Effekte der Push-Pull-Gruppe führt
dazu, dass diese Azobenzole eine hohe Polarisierbarkeit, ein großes Dipolmoment und
eine schnelle thermische cis trans-Isomerisierung aufweisen[81,92,93].
Das Substitutionsmuster ermöglicht ferner eine partielle freie Drehbarkeit um die Stick-
stoff-Stickstoffbindung, da die Azogruppe einen Einzelbindungscharakter durch Meso-
merie mit der Push-Pull-Gruppe aufweist, wie in Abbildung 6.1 dargestellt. Daraus lässt
sich ableiten, dass der Rotationsmechanismus beim Push-Pull-Azobenzol sowohl bei der
photoangeregten, als auch bei der thermischen Isomerisation der dominierende Mecha-
nismus ist[96–100].











Abbildung 6.1: Erleichterte Rotation der Push-Pull-Azobenzole durch Mesomerie.
Pull-Azobenzols mit Licht eingestrahlt, so schaltet das Push-Pull-Azobenzol innerhalb
von Picosekunden ins cis-Isomer[41,42], um dann thermisch innerhalb von Pico- bis Mil-
lisekunden zurück ins trans-Isomer zu schalten[81,92,93]. Weiter führt die Überlappung
der Übergänge dazu, dass mit ein und derselben Wellenlänge beide Isomere gleichzeitig
geschaltet werden können, also neben der trans  cis-Isomerisierung auch eine perma-
nente photoinduzierte cis trans-Isomerisierung vorliegt.
Werden nun die Push-Pull-Azobenzole auf einer Oberfläche fixiert, wird auf dieser bei
Belichtung durch die permanente Isomerisation des Azobenzols eine schnelle mikrosko-
pische Bewegung hervorgerufen[442,443].
6.1 Beeinflussung der Zelladhäsion durch Push-Pull-
Azobenzol-Monolayer
In dieser Arbeit sollen Glasoberflächen mit Push-Pull-Azobenzolen funktionalisiert wer-
den, um so die Frage klären zu können, ob durch schnelle oszillierende Bewegungen auf
einer Oberfläche die Zelladhäsion beeinflusst werden kann.
Es ist bekannt, dass es durch das Schalten der Azobenzole auf molekularer Ebene zu
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massiven makroskopischen Veränderungen kommen kann, wenn zum Beispiel Azoben-
zole in Polymeren eingebettet werden[444]. Daher wäre es durchaus denkbar, dass die
schnellen, mikroskopischen Bewegungen auch einen Effekt auf Zellen haben. In dem Fall
könnte eine völlig neue Methode zur Beeinflussung der Zelladhäsion durch Licht ent-
wickelt werden. Darüber hinaus bestünde die Möglichkeit die Mechanosensitivität von
Zelladhäsionsrezeptoren zu erforschen[21].
In Abbildung 6.2 sind mögliche Push-Pull-Azobenzole und ihre Fixierung auf der Ober-
fläche dargestellt. Die Azobenzole tragen als funktionelle Gruppe eine terminale Hy-
droxylgruppe bzw. einen Propargylrest, die eine Verknüpfung mit den Azid- [N3] und
Benzylchlorid-Couplinglayern [BzCl] ermöglichen.


















































Abbildung 6.2: Push-Pull-Azobenzolderivate zur Darstellung der Monolayer.
den und somit die Zelladhäsion unterdrücken. Diese passivierende Wirkung soll durch
die Verwendung von Push-Pull-Azobenzolen mit integrierter OEG-Kette (OEG-Spacer)
genutzt werden. Durch den OEG-Spacer soll gewährleistet werden, dass die Zellen nur an
den Azobenzolen adhärieren und nicht etwa am Trägermaterial, sodass eine unspezifische
Zelladhäsion verhindert bzw. verringert wird[445,446]. Durch die mit der OEG-Einheit ein-
hergehende generelle Verringerung der Zelladhäsion auf der Oberfläche sollte auch eine
Maximierung des Effektes der Isomerisierung des Azobenzols auf die Zelladhäsion erreicht
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werden[18, 19]. Eine weitere Möglichkeit die unspezifische Zelladhäsion zu vermeiden ist
die Herstellung gemischter Monolayer. In dieser Arbeit wurden dazu PEG mit termina-
ler Hydroxid- oder Propargylgruppe und das Push-Pull-Azobenzol gleichzeitig mit dem
Couplinglayer umgesetzt2.
Neben den glatten Glasoberflächen zur Beeinflussung der Zelladhäsion sollen auch nano-
strukturierte Oberflächen funktionalisiert werden. Eine Möglichkeit Nanostrukturen auf
Glasoberflächen zu erzeugen stellt die Diblock-copolymer micelle nanolithography dar,
bei der Goldkolloide im Nanometerbereich mit wohldefinierten Abständen zueinander auf
Glasoberflächen fixiert werden[399,447,448]. Die Räume zwischen den Goldpunkten wer-
den mit einem Polyethylenglycolderivat gegen Zelladhäsion passiviert. Auf die Goldpunkte
selbst können dann Thiole fixiert werden, die eine Beeinflussung der Zelladhäsion ermög-
lichen. Es konnte gezeigt werden, dass durch Variation der Abstände zwischen den bio-
funktionalisierten Goldpunkten die Zelladhäsion massiv beeinflusst werden kann[449,450].
Der Vorteil dieser Technik liegt unter anderem darin, dass die Zellen ausschließlich an den
Goldpunkten adhärieren und dadurch Effekte, hervorgerufen durch unspezifische Zellad-
häsion, ausgeschlossen werden können. Weiter kann die Beeinflussung der Zelladhäsion
durch die Abstandsvariation der Goldpunkte auf einen weiteren Parameter hin unter-
sucht werden. Daher wurde neben der terminalen Hydroxid- oder Propargylgruppe am
Push-Pull-Azobenzol auch die Thiolgruppe als funktionelle Gruppe eingeführt.
6.2 Synthese der Push-Pull-Azobenzole
Zur Synthese von Push-Pull-Azobenzolen eignet sich die klassische Azokupplung über das
Diazoniumsalz. Dabei wird aus dem 4-Nitroanilin (31) das Diazoniumsalz gebildet, wel-
ches besonders elektrophil ist, da die Nitrogruppe zusätzlich einen elektronenziehenden
Effekt hat. Als Nukleophil dient ein Anilinderivat, welches seinerseits durch die elektro-
nenschiebende Amingruppe eine erhöhte Reaktivität in der elektrophilen aromatischen
Substitution aufweist.
6.2.1 Push-Pull-Azobenzole mit Alkylspacer
Die Azoverbindung 32 wurde, wie in Abbildung 6.3 dargestellt, über eine Azokupplung
mit dem Diazoniumsalz von 4-Nitroanilin (31) und 2-Anilinethanol (33) nach einer Vor-
schrift von Yazdanbakhsh et al.[451] hergestellt. Das Azobenzol 32 konnte zwar per
Massenspektroskopie3 nachgewiesen werden, es ließ sich aber weder durch Umkristallisa-
tion (Ethanol, Wasser), noch durch mehrmalige säulenchromatographische Aufreinigung
2Siehe auch Kapitel 4 und Abschnitt 7.4.
3MS(EI): m/z (%) = 286 (77) [M]+, MS(CI): m/z (%) = 287 (40) [M+H]+.
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(Kieselgel, Laufmittel: Essigsäureethylester, Dichlormethan) vom Edukt 2-Anilinethanol
(31) und weiteren Nebenprodukten abtrennen.
Aufgrund des Abtrennungsproblems bei der Verwendung von 2-Anilinethanol (31) wurde
bei den weiteren Synthesen von Push-Pull-Azobenzolen anfangs auf N-Methylanilin- bzw.
später auf N-Ethylanilinderivate zurückgegriffen4, da hier deutlich bessere säulenchroma-
tographische Trenneigenschaften bei der Aufreinigung vorlagen. Zudem wurde versucht
die Ausbeute bei der Azokupplung durch den Einsatz von Diazoniumtetrafluorboraten zu
steigern.
Für die Synthese des Azobenzols 34 wurde auf 2-(Methylphenylamino)ethanol (35) an-
stelle von 2-Anilinethanol (33) zurückgegriffen, wie in Abbildung 6.3 gezeigt. Weiter-
hin wurde hier das kommerziell erhältliche 4-Nitrobenzendiazonium-tetrafluorborat (36)
verwendet. Das Push-Pull-Azobenzol 34 konnte in Anlehnung an eine Vorschrift von
Rivera et al.[452] mit einer Ausbeute von 98 % dargestellt werden.





































Abbildung 6.3: Synthese der Push-Pull-Azobenzole mit Ethylspacer 34 und 32.
so ein Referenzazobenzol zu den Push-Pull-Azobenzolen mit dem Ethylenspacer 34 und
den OEG-Spacern 38 und 39 zu erhalten5.
Der Hexylspacer wurde über eine nukleophile Substitution mit 6-Chlorhexanol (40) am
N-Methylanilin (41) eingeführt, wie in Abbildung 6.4 dargestellt. Dabei wurde die Syn-
these nach Freiberg et al.[453] mit Kaliumcarbonat und Kaliumjodid in Butanol unter
Rückfluss durchgeführt. Die Ausbeute an 6-(Methylphenylamino)-1-hexanol (42) betrug
4Siehe auch Abschnitt 7.1, Seite 94.
5Siehe auch Abschnitt 6.2.2, Seite 74.
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33 %. Der Versuch, die Ausbeute durch die Verwendung von Tetrahydrofuran als Lö-
sungsmittel zu steigern, gelang nicht. Ebenso misslang die Synthese in Anlehnung an
Romera et al.[454], bei der die Reaktion in Acetonitril mit Kaliumjodid unter Mikrowel-
leneinstrahlung durchgeführt wurde. In beiden Fällen konnte das Produkt 42 nicht von
den bei der Reaktion entstandenen Nebenprodukten isoliert werden6.
Die anschließende Azokupplung mit 4-Nitroanilin (31) erfolgte in Anlehnung an eine





















N2, 120 °C, Butanol
NaNO2
22
0 °C-RT, H2SO4, H2O
Abbildung 6.4: Synthese des Push-Pull-Azobenzols mit Hexylspacer 37.
6.2.2 Push-Pull-Azobenzole mit Oligo(ethylenglycol)spacer
Als OEG-Spacer wurden Tri(ethylenglycol) (TEG) (43) und Hexa(ethylenglycol) (HEG)
(16) gewählt. Hierfür wurden aus TEG 43 und HEG 16 durch Umsatz mit 4-Toluol-
sulfonylchlorid (pTsCl) (44) die Monotosylate 45 und 46 hergestellt (Abbildung 6.5).
Die Synthese wurde bei Tri(ethylenglycol)monotosylat (pTsOTEG) (45) nach Liskamp
et al.[455] mit einer Ausbeute von 84% durchgeführt. Analog wurde die Synthese des
Hexa(ethylenglycol)monotosylats (pTsOHEG) (46) mit einer Ausbeute von 57% durch-
geführt.
Da die Synthese von Hexa(ethylenglycol)monotosylat (46) zwar mit vertretbarer Aus-
beute verlief, dies aber gleichzeitig mit einem hohen Verbrauch von HEG (16) einher
ging, wurde eine Syntheseoptimierung vorgenommen. Wie in Tabelle 6.1 abzulesen ist,
wurden neben dem 1:4-Verhältnis von pTSCl 44 zu HEG 16 nach Liskamp et al.[455]
6K2CO3/KI/THF: MS(EI): m/z (%) = 207 (13) [M]+; MS(CI): m/z (%) = 208 (79) [M+H]+, 207
(100) [M]+. Mikrowelle/MeCN: MS(EI): m/z (%) = 207 (13) [M]+; MS(CI): m/z (%) = 208 (100)
[M+H]+, 207 (46) [M]+.
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ein 1:3- und 1:2-Verhältnis getestet und die Synthese in Anlehnung an Le Mest et
al.[456] durchgeführt.
Tabelle 6.1: Syntheseoptimierung von Hexa(ethylenglycol)monotosylat (46)
Synthese Lösungs- Base eq eq Ausbeutea
in Anlehnung an mittel pTsCl HEG pTsOHEG
(44) (16) (46) [%]
Liskamp et al.[455] DCM Triethylamin 1 4 57
Le Mest et al.[456] Pyridin Pyridin 1 3 70
Le Mest et al.[456] Pyridin Pyridin 1 2 53
aBezogen auf pTSCl.
Die maximale Ausbeute ist bei einem Verhältnis von 1:3 zu finden. Darüber hinaus
konnte die Ausbeute durch den Einsatz von Pyridin als Base und Lösungsmittel nochmals
deutlich gesteigert werden. Bei einer weiteren Reduzierung des HEG- Äquivalents (16)























































Abbildung 6.5: Synthese der Oligo(ethylenglycol)monotosylate 45 und 46 sowie der
N-Oligo(ethylenglycol)-N-methylaniline 47 und 48.
Tri(ethylenglycol)monotosylat (45) und Hexa(ethylenglycol)monotosylat (46) wurden
im nächsten Syntheseschritt weiter unter Mikrowellenbestrahlung mit N-Methylanilin
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(41) in Anlehnung an eine Vorschrift von Romera et al.[454] umgesetzt. Dabei konnten
N-Tri(ethylenglycol)-N-methylanilin (47) mit einer Ausbeute von 77% und N-Hexa-
(ethylenglycol)-N-methylanilin (48) mit einer Ausbeute von 78% hergestellt werden.
Als weitere Möglichkeit zur Herstellung von N-Tri(ethylenglycol)-N-methylanilin (47)
wurde N-Methylanilin (41) mit 2-[2-(2-Chlorethoxy)ethoxy]ethanol (49) nach Ulman
et al.[457] mit einer Ausbeute von 30% umgesetzt.
Für die Azokupplung wurde aus 4-Nitroanilin (31) mit Natriumnitrit (22) das Dia-
zoniumsalz hergestellt bzw. direkt das 4-Nitrobenzendiazonium-tetrafluorborat (36)
eingesetzt, wie in Abbildung 6.6 dargestellt. N-Methyl-N-tri(ethylenglycol)-Push-Pull-
Azobenzol (38) konnte in Anlehnung an eine Vorschrift von Rivera et al.[452]
über 4-Nitrobenzendiazonium-tetrafluorborat (36) mit einer Ausbeute von 88% und
in Anlehnung an eine Vorschrift von Prescher et al.[432] über 4-Nitroanilin
(31) und Natriumnitrit (22) mit einer Ausbeute von 30% hergestellt werden.
Das Push-Pull-Azobenzol mit Hexa(ethylenglycol)spacer 39 konnte analog über 4-























0 °C-RT, AcOH, H2O
           NaNO2
0 °C-RT, H2SO4, H2O
 22
Abbildung 6.6: Synthese der Oligo(ethylenglycol)-Push-Pull-Azobenzole 38 und 39
.
6.2.3 Vorarbeiten für Push-Pull-Azobenzole mit zweifacher
Oligo(ethylenglycol)kette
Mit dem Ziel die Bioadhäsion noch effektiver zu verhindern, wurden Vorarbeiten geleis-
tet, um eine weitere Oligo(ethylenglycol)-Kette am Azobenzol einzuführen. In Abbildung
6.7 ist eine mögliche Syntheseroute hierfür dargestellt.
Die beiden Tosylate 50 und 51 konnten erfolgreich nach Le Mest et al.[456] aus
Tri- und Tetra(ethylenglykol)monomethylether (52), (53) mit einer Ausbeute von 71%
und 84% hergestellt werden (Abbildung 6.8). Diese wurden anschließend mit Anilin
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(54) unter Mikrowellenbestrahlung zur Reaktion gebracht. N-Tri- und N-Tetra(ethyl-
englycol)methyletheranilin (55), (56) konnten mit einer Ausbeute von 94% und 98%
in Anlehnung an Romera et al.[454] synthetisiert werden. Analog zu Abschnitt 6.2.2
könnten die so erhaltenen Anilinderivate mit den Monotosylaten 45 oder 46 umgesetzt
werden. In einer ersten Testreaktion von N-Tri(ethylenglycol)methyletheranilin (55) mit
Hexa(ethylenglycol)monotosylat (46) konnte das gewünschte Produkt 57 über die Mas-
senspektrometrie nachgewiesen werden7.
6.2.4 Push-Pull-Azobenzole mit Propargylrest
Die synthetisierten Push-Pull-Azobenzole 38 und 39, sowie das kommerziell erhältli-
che N-Ethyl-N-(2-hydroxyethyl)-Push-Pull-Azobenzol (Disperse-Red1) (58) wurden mit
Propargylbromid (14) umgesetzt, um die Propargylgruppe am Azobenzol einzuführen.
Die Synthese wurde in Anlehnung an Burgess et al.[411] mit Ausbeuten von 29-43%
durchgeführt, wie in Abbildung 6.9 aufgeführt. Neben den Propargyl-funktionalisierten





















R= C2H5 , n=1:
R= CH3  , n=3:




R= C2H5 , n=1:
R= CH3  , n=3:
R= CH3  , n=6:
N2, 0 °C- RT, 
       THF
Abbildung 6.9: Synthese der Propargyl-funktionalisierten Push-Pull-Azobenzole 59,
60 und 61.
6.2.5 Push-Pull-Azobenzole mit Thiolgruppe
Die Thiolgruppe sollte mit Hilfe der Klick-Reaktion zwischen einem Azidoalkanthiol und
den zuvor synthetisierten Push-Pull-Azobenzolen mit Propargylrest eingeführt werden.
Als Azidoalkanthiolkomponente wurde 11-Azido-1-undecanthiol (62) gewählt, weil es
die gleiche Alkylkettenlänge aufweist wie das bei der Herstellung des Azidcouplinglayers
verwendete 11-Bromundecyltrichlorosilan (2). Dadurch wird der herzustellende Thiolmo-
nolayer besser mit den über den Azidcouplinglayer hergestellten Azobenzolsiloxanmono-
7MS(EI): m/z (%) = 503 (7) [M]+, MS(CI): m/z (%) = 504 (100) [M+H]+, 503 (15) [M]+.
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layern vergleichbar.
Als erste Syntheseroute wurde die in Abbildung 6.10 dargestellte gewählt, bei der das
Push-Pull-Azobenzol 61 als letztes eingebracht wurde, um die bekannten Aufreinigungs-
probleme der Push-Pull-Azobenzole zu minimieren. Im ersten Schritt wurde nach ei-
ner Vorschrift von Weck et al.[458] das Brom von S-(11-Bromundecyl)thioacetat (63)
gegen ein Azid mit Natriumazid (5) substituiert. Das S-(11-Azidoundecyl)thioacetat
(64) konnte in 82% Ausbeute erhalten werden. Die Entschützung des Thiols im sau-
ren Medium verlief quantitativ nach einer Vorschrift von El-Sayed et al.[459]. Die
Klick-Reaktion zwischen 11-Azido-1-undecanthiol (62) und dem Push-Pull-Azobenzol
61 wurde, in Anlehnung an eine Vorschrift von Ried[330], in Anwesenheit von Natri-
umascorbat (6) und Kupfer(II)-sulfat-Pentahydrat (7) als Kupfer(I)-Quelle in wässri-
ger N,N-Dimethylformamid-Lösung durchgeführt. Da nicht unter Sauerstoffausschluss
gearbeitet wurde, wurde nicht das Azobenzolthiol, sondern das entsprechende Disulfid-
derivat Bis(N-(Ethyl)-N-((Ethoxymethyl)-1H-1,2,3-triazol-1-yl)undecyl-Push-Pull-Azo-
benzol)disulfid (65) erhalten.














































Abbildung 6.10: Synthese von Bis(N-(Ethyl)-N-((Ethoxymethyl)-1H-1,2,3-triazol-
1-yl)undecyl-Push-Pull-Azobenzol)disulfid (65).
undecylthiol-Push-Pull-Azobenzol (66) darzustellen, wurde schließlich die in Abbildung
6.11 dargestellte Synthese verwendet, bei der die Entschützung als letzter Synthese-
schritt erfolgte. Zunächst wurde N-(Ethyl)-N-((Ethoxymethyl)-1H-1,2,3-triazol-1-yl-un-
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decyl)thioacetat-Push-Pull-Azobenzol (67) in 76% Ausbeute durch die Klick-Reaktion
zwischen S-(11-Azidoundecyl)thioacetat (64) und dem Push-Pull-Azobenzol 61 in An-
lehnung an Ried[330] hergestellt. Nach der Entschützung unter Sauerstoffausschluss und
anschließender Aufreinigung konnte neben dem Push-Pull-Azobenzoldisulfid 65 auch das





































Abbildung 6.11: Synthese von N-(Ethyl)-N-((Ethoxymethyl)-1H-1,2,3-triazol-1-yl)-
undecylthiol-Push-Pull-Azobenzol (66).
6.3 Charakterisierung der Push-Pull-Azobenzole in
Lösung
6.3.1 UV/Vis-Spektren und Extinktionskoeffizienten
Von den synthetisierten Push-Pull-Azobenzolen wurden in Acetonitril die UV/Vis-
Spektren aufgenommen und die Extinktionskoeffizienten (ê) bestimmt8. Die Ergebnisse
sind in Tabelle 6.2 und Abbildung 6.12 dargestellt.
Die pipi∗- und npi∗-Übergänge überlagerten sich, kennzeichnend für Push-Pull-
8Siehe auch das Lambert-Beersche Gesetz in Abschnitt 2.3.1, Seite 21.
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Tabelle 6.2: Extinktionskoeffizienten und Absorptionsmaxima der Alkyl- und OEG Push-
Pull-Azobenzole 34 37, 38, 39, 59, 60, 61, 58 in Acetonitril.
Push-Pull-Azobenzol λmax Extinktionskoeffizient ±σx






























































6 481 30400± 620
Azobenzole, zu einer einzigen breiten Absorptionsbande, die für alle untersuchten Azo-
benzole zwischen 350 und 600 nm lag. Das Maximum dieser vereinigten Bande lag zwi-
schen 478 und 488 nm. Die Werte der Extinktionskoeffizienten wiesen eine größere Spann-
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weite auf. Am geringsten war der Wert für das Push-Pull-Azobenzol mit TEG-Spacer 38
mit 25.4 · 103 Lmol−1 cm−1 und am höchsten für das Propargyl-funktionalisierte Push-























Abbildung 6.12: UV/Vis-Spektren der Push-Pull-Azobenzole 34, 37, 38, 39, 59,




6.4.1 Darstellung und Nomenklatur der Monolayer
Mit den in Abschnitt 6.2 hergestellten Push-Pull-Azobenzolen wurden die in Abbildung
6.13 abgebildeten Monolayer präpariert. Es wurde sowohl der benzylchlorid-, als auch
der azidterminierte Couplinglayer ([BzCl], [N3]) verwendet, die wie in Kapitel 3 aufge-
führt unmittelbar zuvor hergestellt wurden. Die Klick-Reaktion auf der Oberfläche wurde
nach dem Standardverfahren durchgeführt. Die Reaktionszeit betrug, wenn nicht anders
angegeben, drei Tage. Die Umsetzung mit dem Benzylchloridlayer erfolgte bei einer Re-
aktionstemperatur von 80 °C und die Reaktionszeiten betrugen zwei oder fünf Tage.
Um eine eindeutige, unkomplizierte Benennung der Monolayer zu erhalten, wurde fol-
gende Nomenklatur entwickelt:
Als erstes erfolgt die Kennzeichnung des Azobenzols, in diesem Kapitel immer ppAzo
für das Push-Pull-Azobenzol. Alle dargestellten Monolayer unterscheiden sich eindeutig
durch ihren Spacer. Dieser charakteristische Spacer wird mit einem Bindestrich ange-
fügt, z.B. -TEG für den Tri(ethylenglycol)spacer zwischen dem Push-Pull-Azobenzol
und der funktionellen Gruppe. Als letztes wird in eckigen Klammern der jeweils ver-
wendete Couplinglayer angegeben, mit [BzCl] für den Benzylchlorid- und [N3] für den
Azidcouplinglayer. In Abbildung 6.13 sind die Namen und Strukturen der einzelnen Mo-
nolayer aufgeführt.
Die Charakterisierung der Monolayer erfolgte über UV/Vis-Spektroskopie und den Kon-
taktwinkel. Weiter konnte über die Extinktionskoeffizienten der Push-Pull-Azobenzole in
Lösung die Besetzungsdichte der Monolayer bestimmt werden9.
6.4.2 UV/Vis-Spektren
In Abbildung 6.14 sind jeweils die UV/Vis-Spektren der fünf dargestellten Push-Pull-
Azobenzolmonolayer dem des korrespondierenden Push-Pull-Azobenzols in Lösung ge-
genüber gestellt. Ein direkter Vergleich zwischen den Azobenzolmonolayern, die auf Ben-
zylchoridcouplinglayern [BzCl] bzw. auf Azidcouplinglayern [N3] basieren, war anhand
der Monolayer ppAzo-TEG-[BzCl] (b) und ppAzo-TEG-[N3] (d) möglich, da bei-
de über das gleiche Azobenzolstammsystem des Push-Pull-Azobenzols mit TEG-Kette
(38 und 60) hergestellt wurden. Die Monolayer unterschieden sich maßgeblich in zwei
Punkten: Es traten signifikante Unterschiede im Absorptionsspektrum unterhalb einer
Wellenlänge von 275 nm auf. Bei auf Benzylchlorid basierenden Monolayern war in die-
9Die theoretischen Annahmen zur Berechnung der Besetzungsdichte von Monolayern über die Ab-







































































Abbildung 6.13: Dargestellte Alkyl- und OEG-Push-Pull-Azobenzolmonolayer.
sem Bereich zusätzlich die Absorption des Benzolrings vom Couplinglayer zu erkennen,
welcher bei 199 nm und 227 nm absorbierte10. Beim ppAzo-TEG-[BzCl] Monolayer























































































































































































































Abbildung 6.14: UV/Vis-Spektren der dargestellten Alkyl- und OEG-Push-Pull-
Azobenzolmonolayer im Vergleich zu den korrespondierenden Azobenzolen in Lö-
sung: (a) ppAzo-Hexyl-[BzCl], 37; (b) ppAzo-TEG-[BzCl], 38; (c) ppAzo-
HEG-[N3], 59; (d) ppAzo-TEG-[N3], 60; (e) ppAzo-Ethyl-[N3], 61.
war der pipi∗-Übergang mit É34 nm deutlich stärker blauverschoben als bei seinem
Analogon auf dem Azidcouplinglayer mit É12 nm im Vergleich zu den Azobenzolen (38
und 60) in Lösung. Die Blauverschiebung des pipi∗-Übergangs vom freien Azobenzol
in Lösung hin zum gebundenen Azobenzolmonolayer auf der Oberfläche ließ sich bei
allen dargestellten Monolayern beobachten. Eine statistische Auswertung der Lage des
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Absorptionsmaximums des pipi∗-Übergangs der Push-Pull-Azobenzolmonolayer, sowie
die genaue Differenz zu der Lage des Absorptionsmaximums der Azobenzole in Lösung
ist in Tabelle 6.3 zusammengefasst. Die Verschiebung war bei Monolayern, die mit dem
Benzylchloridlayer [BzCl] hergestellt wurden, drei- bis fünfmal so groß wie bei Mono-
layern, die auf einem Azidlayer [N3] basieren. Die Art des Spacers am Azobenzol hatte
dagegen nur einen geringen Effekt auf die Lage des Maximums. Die Verschiebung muss
daher auf Unterschiede in den elektromagnetischen Wechselwirkungen zwischen dem
Azobenzol und den Couplinglayern zurückzuführen sein, bedingt durch die unterschiedli-
che chemische Struktur des [BzCl]- und [N3]-Monolayers. Von Dispers-Red1 58 ist be-
kannt, dass es zu einer Blauverschiebung des Absorptionsmaximums kommt wenn, anstel-
le von Acetonitril (λmax= 486 nm), Benzol (λmax= 472 nm) als Lösungsmittel verwendet
wird[460]. Hier betrug die Differenz allerdings nur É14 nm und nicht wie beim Monolayer
rund É30 nm. Zusätzlich ist auch vom Push-Pull-Azobenzol 38 bekannt, dass sich mit
mit abnehmender Polarität des Lösungsmittels das Absorptionsmaximum blauverschiebt
(λmax(CH3OH)= 480 nm, λmax(THF)= 479 nm, λmax(CHCl3)= 476 nm[461]). Ursache
hierfür ist die abnehmende Stabilisierung des Charge-Transfer-Komplexes (CT) durch das
Lösungsmittel[461]. Die stärkere Blauverschiebung beim Benzylchloridcouplinglayer [Bz-
Cl] könnte daher auf den unpolareren Charakter des Phenylrings dieses Couplinglayers
zurückgeführt werden, welcher zur Destabilisierung des CT-Komplexes beiträgt.
Tabelle 6.3: Mittelwerte der Wellenlänge des pipi∗-Absorptionsmaximums der Mono-
layer ppAzo-Hexyl-[BzCl], ppAzo-TEG-[BzCl], ppAzo-TEG-[N3], ppAzo-HEG-
[N3], ppAzo-Ethyl-[N3] im Vergleich zum entsprechenden Azobenzol in Acetonitril.
Monolayer λmax(ML)a ±σx Azobenzol λmax(AB)b É c
[nm] [nm] [nm]
ppAzo-Hexyl-[BzCl] 457 ±4.0 37 488 -31
ppAzo-TEG-[BzCl] 446 ±5.7 38 480 -34
ppAzo-TEG-[N3] 468 ±6.7 60 480 -12
ppAzo-HEG-[N3] 474 ±3.1 59 481 -7
ppAzo-Ethyl-[N3] 479 ±5.9 61 482 -7
aMonolayer.
bAzobenzol in Acetonitril.
cDifferenz der Lage des λmax(pipi∗)-Übergangs des Monolayers und des freien Azobenzols
in Lösung: λmax(Monolayer) - λmax(Azobenzol).
6.4.3 Besetzungsdichte
In Tabelle 6.4 sind die gefundenen Besetzungsdichten der Monolayer zusammengefasst.
Ein direkter Vergleich zwischen den einzelnen Besetzungsdichten ist nicht ohne weiteres
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möglich, da jeweils andere Ansätze mit verschiedenen Versuchsbedingungen vorlagen.
Darüber hinaus waren die Besetzungsdichten der Monolayer, wie zuvor schon in Kapi-
tel 5, Abschnitt 5.3.3 und 5.3.7 diskutiert, stark abhängig von dem jeweils verwendeten
Couplinglayer.
Eine Reproduzierbarkeit der Besetzungsdichten gelang aber auch hier. Bei Monolayer
ppAzo-Hexyl-[BzCl] betrug die Besetzungsdichte im ersten Ansatz 0.7Moleküle/nm2
und beim zweiten Ansatz, der drei Wochen später unter den gleichen Versuchsbedingun-
gen durchgeführt wurde, 0.8Moleküle/nm2 in guter Übereinstimmung .
Weiter kann als allgemeiner Trend festgehalten werden, dass mit dem Azidcouplinglayer
[N3] im Durchschnitt höhere Besetzungsdichten erreicht werden können. Bei dem Ben-
zylchloridlayer [BzCl] fiel auf, dass eine Reaktionszeit von zwei Tagen ausreichend war.
Durch eine Verlängerung auf fünf Tage konnte keine signifikante Erhöhung der Beset-
zungsdichte beobachtet werden. Dieser Befund steht im Einklang mit den in Kapitel 5
erhaltenen Ergebnissen für den hydrophoben Azobenzolmonolayer CF3O-Azo-[BzCl]11.
Tabelle 6.4: Mittlere Besetzungsdichten bei einzelnen Versuchsdurchführungen, gemittelt
über die Quarz- und Glas-Substrate der Alkyl- und OEG-Push-Pull-Azobenzolmonolayer.
Monolayer Reaktionszeit Mittelwert ±σx Minimum Maximum
[d] [Moleküle/nm2]
ppAzo-Hexyl-[BzCl] 5a,c 0.73 ±0.17 0.50 1.04
5a,c 0.82 ±0.28 0.54 1.07
4a 0.96 ±0.09 0.85 1.02
2b 0.97 ±0.16 0.83 1.20
ppAzo-TEG-[BzCl] 5a 0.82 ±0.21 0.51 1.17
2b 1.00 ±0.14 0.78 1.22
ppAzo-TEG-[N3] 5b 1.81 ±0.32 1.36 2.19
3b 0.44 ±0.09 0.26 0.59
ppAzo-HEG-[N3] 4b 1.87 ±0.21 1.61 2.15
ppAzo-Ethyl-[N3] 3b 1.07 ±0.33 0.67 1.73
aReinigungsprotokoll: Carosche Säure.
bReinigungsprotokoll: Sauerstoffplasma.
cDie Zeitspanne zwischen beiden Versuchsdurchführungen betrug 3 Wochen.




Der statische Kontaktwinkel zwischen Push-Pull-Monolayer und einem 10µL großen
Wassertropfen wurde an mindestens fünf unterschiedlichen Stellen des Substrates be-
stimmt. Die daraus berechneten Mittelwerte, sowie die Besetzungsdichte des jeweiligen
vermessenen Substrates, welche über UV/Vis-Messung an zwei unterschiedlichen Stel-
len gemittelt wurde, sind in Tabelle 6.5 dargestellt. Die Werte sind nach aufsteigendem
Kontaktwinkel geordnet.
Die Kontaktwinkel der Push-Pull-Azobenzolmonolayer lagen alle zwischen 60 und 75°.
Tabelle 6.5: Kontaktwinkel der Monolayer ppAzo-Hexyl-[BzCl], ppAzo-TEG-[BzCl],
ppAzo-TEG-[N3], ppAzo-HEG-[N3], ppAzo-Ethyl-[N3] auf Glas und Quarz in Ab-
hängigkeit von der Besetzungsdichte.
ppAzo-Hexyl-[BzCl]
Kontaktwinkel ±σxa 71.7 ±1.85c 74.4 ±5.63d
Besetzungsdichte ±σxb 0.62 ±0.100 0.82 ±0.283
ppAzo-TEG-[BzCl]
Kontaktwinkel ±σxa 66.1 ±3.75d
Besetzungsdichte ±σxb 0.69±0.256
ppAzo-TEG-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 59.0 ±1.49d 60.6 ±2.28c 61.6 ±1.15d 69.9 ±2.43a
Besetzungsdichte ±σxb 0.52 ±0.051 0.42 ±0.051 0.39 ±0.029 1.97 ±0.030
ppAzo-HEG-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 68.3 ±3.51d 70.4 ±1.50c
Besetzungsdichte ±σxb 1.63 ±0.025 1.95 ±0.005
ppAzo-Ethyl-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 70.8 ±3.15d 75.2 ±2.30c





Unabhängig vom verwendeten Spacer wurde ab einer Besetzungsdichte von einem Azo-
benzol pro nm2 ein Kontaktwinkel kurz unter 70° oder darüber gefunden. Somit hat
die Art des Spacers am Push-Pull-Azobenzol keinen Einfluss auf den Kontaktwinkel des
Monolayers. Eine Erklärung dafür ist, dass bei höheren Besetzungsdichten die Azobenzo-
le zu dicht beieinander stehen, sodass auf der Oberfläche nur das Push-Pull-Azobenzol
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sichtbar ist und nicht der Spacer12. Bestärkt wird diese Annahme durch die gefundenen
Kontaktwinkel beim Azobenzolmonolayer mit dem TEG-Spacer ppAzo-TEG-[N3]. Da
der TEG-Spacer hydrophiler ist als die Alkyl-Spacer (Ethyl und Hexyl), sollte dies zu
einem geringeren Kontaktwinkel auf der Oberfläche führen. Tatsächlich wurde auch ein
niedrigerer Kontaktwinkel von etwa 60° gemessen, allerdings nur bei Monolayern mit
einer Besetzungsdichte von weniger als einem Azobenzol pro nm2.
6.5 Zelladhäsionstest
Erste kraftmikroskopische Studien zur Beeinflussung der Zelladhäsion durch die per-
manente trans/cis-Isomerisierung des Push-Pull-Azobenzolmonolayers wurden von Laith
Kadem (Arbeitskreis Prof. Dr. C. Selhuber-Unkel, Technische Fakultät, Kiel) durchge-
führt. Ein abschließendes Ergebnis dieser Untersuchungen steht jedoch noch aus.
































Die physikalische Verankerung von Fibroblastenzellen1 wird durch die kooperative
Zusammenlagerung von Integrinen zu größeren Proteinclustern, den Fokalkontakten,
bestimmt[5, 6]. Integrine sind heterodimere Transmembran-Proteine von denen mehr als
1Bewegliche Bindegewebezellen im embryonalen Stadium.
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20 unterschiedliche Typen bekannt sind[9, 10]. Viele von ihnen weisen in ihrem extra-
zellulären Teil eine Bindungsdomäne für die Tripeptidsequenz Arginin, Glycin und As-
paraginsäure, kurz RGD2 auf[9, 463–465]. Wird nun ein RGD-Motiv auf einer Oberfläche
immobilisiert, kann die integrinvermittelte Zelladhäsion gezielt untersucht werden. Dar-
über hinaus kann das RGD-Peptid in Lösung dazu genutzt werden adhärierte Zellen von
Oberflächen wieder zu lösen[274,466,467].
Seit der Entdeckung des RGD-Erkennungsmotivs durch Pierschbacher und Ruos-
lahti et al.[467,468] im Jahr 1984 wurden zahlreiche künstliche Oligopeptide mit RGD-
Sequenz entwickelt, auf den unterschiedlichsten Oberflächen fixiert und auf ihre Eignung
als Integrinligand getestet[469–473].
Eine Erweiterung in der Funktionalität solcher Oberflächen kann durch das Anbringen
einer RGD-Sequenz an einem oberflächenfixierten Azobenzol als terminale Gruppe her-
vorgerufen werden. Auf Grund der Geometrieänderung bei der trans/cis-Isomerisierung
sollte es möglich werden die integrinvermittelte Zelladhäsion photochemisch auf Oberflä-
chen zu schalten. Die Idee: Liegt das trans-Isomer vor, ist das RGD-Motiv für die Zellen
präsent, wohingegen es beim cis-Isomer unzugänglich ist.
Von Jiang et al.[274,466] wurden bereits erfolgreich gemischte Azobenzolmonolayer mit
Hexa(ethylenglycol) (HEG) und dem linearen Peptid GRGDS[474] als terminale Gruppe
am Azobenzol auf Gold hergestellt. Nach dem Belichten des Monolayers konnten neu
zugegebene Zellen nicht mehr auf dem cis-Azobenzolmonolayer adhärieren, da das RGD-
Motiv für die Zellen unzugänglich war und die Goldoberfläche durch das HEG biorepulsiv
war. Allerdings entsteht durch die Verwendung des linearen GRGDS-Oligopeptids das
Problem der unspezifischen Zelladhäsion. Damit ist gemeint, dass unklar bleibt, wodurch
genau die Zelladhäsion beeinflusst wird, da unterschiedliche Arten von Integrinen durch
dieses Oligopeptid angesprochen werden. Zudem kann durch die die Konformationsän-
derung des Oligopeptids selbst die Zelladhäsion beeinflusst werden[471–473,475,476].
Daher wurden Ende der neunziger Jahre cyclische RGD-Pentapeptide entwickelt, wo-
durch die Konformationsänderung des Peptids eingeschränkt wird[472,476–479]. Das in
Abbildung 7.1 dargestellte cyclische Pentapeptid cyclo-(Arginin-Glycin-Asparaginsäure-
D-Phenylalanin-Lysin) 68, kurz c(RGDfK), weist sich als Integrinligand in einem beson-
deren Grad durch seine hohe Aktivität und Selektivität für die αvβ3 und αvβ5 Integrine
aus[478–482]. Die hohe Selektivität des c(RGDfK)-Peptid für die αv -Integrine ist unter
anderem in der Krebsforschung von großer Bedeutung[437,483–486].
Kesseler et al.[276] verwendeten bereits das c(RGDfK)-Peptid 68 als terminale Grup-
pe von auf Plexiglas fixierten Azobenzolen. Es konnte gezeigt werden, dass auf der
2RGD ist beispielsweise das ausschlaggebende Erkennungsmotiv für die integrin-vermittelte Zellad-
häsion an extrazellulären Matrixproteinen wie Fibronektin[462].
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cis-Oberfläche deutlich weniger Zellen adhärierten als auf der trans-Oberfläche. Auch
Barrett et. al[487] nutzten die trans/cis-Isomerisierung eines c(RGDfK)-Azobenzols,
eingebettet in einen Polyelektrolytmultilayer, um die Zelladhäsion zu beeinflussen.
Allerdings wurde in keiner der bis dato bekannten Arbeiten ein direktes Schalten der
Zelladhäsion untersucht, sondern jeweils eine trans-Oberfläche mit einer cis-Oberfläche
verglichen. Ursächlich hierfür dürften die langen Belichtungszeiten gewesen sein, die in
den Arbeiten zwei bis zwölf Stunden betrugen[274,276,487].




































Abbildung 7.1: Azobenzolmonolayer mit N-Hydroxysuccinimidester zur Verankerung
des Integrin-Liganden c(RGDfK) 68. Links ist der Push-Pull-Azobenzolmonolayer
und rechts der klassische Azobenzolmonolayer abgebildet.
zolmonolayer auf Glas hergestellt werden. Ein Vorteil bei der Verwendung von Silicium-
oxid basierenden Oberflächen ist, dass Azobenzolmonolayer allgemein weniger dicht ge-
packt sind als zum Beispiel Monolayer auf Gold und dadurch ausreichend Platz3 für die
trans/cis-Isomerisierung vorhanden ist[24]. Durch diese geringere Besetzungsdichte kann
ein schnelleres Schalten erreicht werden. Weiter sollen, anders als bei den vorherigen
3Ab einer Besetzungsdichte von etwa 2.5Moleküle/nm2 kann die trans/cis-Isomerisierung auf Ober-
flächen stark behindert werden[23].
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Arbeiten, die Azobenzole nicht über eine Amidbindung an die Oberfläche gebunden wer-
den, da es dadurch zur Ausbildung von intermolekularen Wasserstoffbrückenbindungen
kommen kann, wodurch der Schaltprozess zusätzlich erschwert wird[488–490].
Durch das schnelle reversible Schalten der Azobenzolmonolayer kann die Dynamik des
Ablöseprozesses und die Umorientierung der Zelle auf der Oberfläche untersucht wer-
den. Von besonderem Interesse ist hierbei die Reaktionszeit der Zelle auf eine Änderung
der Umgebung und im Besonderen wie schnell sich die Fokalkontake der Zelle bilden,
bzw. auflösen[21]. Neben den klassischen Azobenzolen sollen auch RGD-funktionalisierte
Push-Pull-Azobenzole eingesetzt werden, um zu untersuchen, wie sich eine schnell os-
zillierende mechanische Stimulation einzelner Integrine, die durch das RGD-Motiv am
Azobenzol gebunden sind, auf die Zellen auswirkt.
In Abbildung 7.1 ist eine mögliche Strategie zur Verankerung des c(RGDfK)-Peptids
68 am Azobenzolmonolayer über einen Succinimidyl-Aktivester gezeigt. Die Verknüp-
fung zwischen den Azobenzolen und dem Peptid erfolgt über die ε-Aminogruppe der
Lysin-Seitenkette.
7.1 Synthesen der Aktivester-funktionalisierten Azo-
benzole
7.1.1 Synthese des N-Hydroxysuccinimidester-Azobenzols
Die Synthese von N-Hydroxysuccinimidester-4-(2-(4-(propargyloxy)phenyl)diazenyl)ben-
zoesäure (69) erfolgte über vier Synthesestufen wie in Abbildung 7.2 dargestellt.
In der ersten Synthesestufe wurde die Azokupplung zwischen dem 4-Aminobenzoesäure-
ethylester (70) und Phenol (19) unter Verwendung von Natriumnitrit (22) durchgeführt.
Das Produkt 71 konnte in 83% Ausbeute nach einer Vorschrift von Ortega et al.[491]
isoliert werden. Die anschließenden drei Syntheseschritte wurden in Anlehnung an ei-
ne Vorschrift von Barbas et al.[437] durchgeführt. Die Einführung des Propargylrestes
erfolgte in quantitativer Ausbeute mit Hilfe von Propargylbromid (14) im basischen Mi-
lieu. Die Verseifung des Ethylesterazobenzols 72 wurde in wässriger Acetonitrillösung mit
Lithiumhydroxid Monohydrat als Base durchgeführt. Das Produkt 73 konnte nach Erwär-
men auf 60 °C für zwei Tage in 79% Ausbeute erhalten werden. Im letzten Schritt wurde
aus der freien Säure der N-Hydroxysuccinimidester 69 über eine Steglich-Veresterung[492]
hergestellt. Das N-Hydroxysuccinimidester-funktionalisierte Azobenzol 69 konnte in 46%
Ausbeute erhalten werden. Die Umsetzung mit N-Hydroxysuccinimid (NHS) (74) und
N,N´-Dicyclohexylcarbodiimid (DCC) (75) wurde durch den Zusatz von 4-(Dimethyl-
amino)-pyridin (DMAP) (76) katalysiert. Wie in Abbildung 7.3 verdeutlicht, kann es
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ohne diesen Katalysator zu der irreversiblen 1,3-Umlagerung von der Zwischenstufe des
O-Acylisoharnstoff (77) zum unreaktiven N-Acylharnstoff (78) kommen.
NaNO2
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Abbildung 7.2: Synthese von N-Hydroxysuccinimidester-4-(2-(4-(propargyloxy)-
phenyl)diazenyl)benzoesäure (69).
7.1.2 Synthese des N-Hydroxysuccinimidester-Push-Pull-Azo-
benzols
Die Synthese eines N-Hydroxysuccinimid-funktionalisierten Push-Pull-Azobenzols sollte
analog zu der Syntheseroute des zuvor erfolgreich synthetisierten N-Hydroxysuccinimid-
ester-Azobenzols (69) durchgeführt werden.
Aus diesem Grund wurde 5-Amino-2-nitrobenzoesäure (79), wie in Abbildung 7.4 ge-
zeigt, im ersten Schritt mit Ethanol verestert. Die Synthese wurde analog zu der Vor-
schrift von An et al.[493] durchgeführt. Der 5-Amino-2-nitro-benzoesäureethylester (80)
konnte in 80% Ausbeute erhalten werden. Die anschließende Azokupplung wurde zuerst
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Abbildung 7.3: Mechanismus der Steglich-Veresterung mit NHS (74) und DCC (75)
unter DMAP (76) Katalyse.
mit N-TEG-N-methylanilin (47) in Anlehnung an eine Vorschrift nach Ros et al.[494]
in salzsaurer Lösung mit Natriumnitrit (22) durchgeführt (Methode (a) in Abbildung
7.4). Bei dieser Azokupplung entstanden neben dem gewünschten Produkt 81 weitere
Nebenprodukte. Zusätzlich verblieb viel Edukt in der Reaktionslösung vorhanden. Gera-
de die säulenchromatographische Abtrennung des Anilins 47 erwies sich als schwierig.
Bei der Verwendung von Nitrosonium-tetrafluoroborat (23) zur Darstellung des Diazini-
uumssalzes (Methode (b)) in Anlehnung an Weiss et al.[434] konnte zwar eine höhere
Ausbeute erzielt werden, die Aufreinigung erwies sich aber weiterhin als sehr aufwendig.
Auch nach dem Zurückgreifen auf das Anilinderivat 2-(Methylphenylamino)ethanol (35)
bei der Azokupplung in Anlehnung an Bazuin et al.[495] traten bei der Isolierung des
Ethylester-funktionalisierten Push-Pull-Azobenzols 82 die gleichen Aufreinigungsproble-
me auf.
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Abbildung 7.4: Synthese der Ethylester-funktionalisierten Push-Pull-Azobenzole 81
und 82.
und 82 eingeführt werden. Die Synthese wurde in Anlehnung an Burgess et al.[411]
mit Natriumhydrid als Base durchgeführt. Bei der Umsetzung mit 82 konnte jedoch kein
Produkt über die Massenspektroskopie nachgewiesen werden. Auch eine säulenchromati-
sche Trennung der Reaktionsprodukte, sowie deren Charakterisierung war nicht möglich.
Bei der Reaktion mit dem Push-Pull-Azobenzol 81 konnte das Propargyl-funktionalisierte
Produkt zwar über die Massenspektrometrie4 nachgewiesen werden, eine Isolierung des
Produktes gelang jedoch ebenfalls nicht.
Auf Grund dieser Problematik wurde im Weiteren die Propargylgruppe vor der anschlie-
ßenden Azokupplung am Anilinderivat eingeführt, wie in Abbildung 7.5 gezeigt. Weiter
wurde anstelle von 2-(Methylphenylamino)ethanol (35) das entsprechende Ethylderivat
83 verwendet, wodurch eine bessere säulenchromatographische Trennungsleistung er-
reicht wurde. Die Umsetzung von 2-(N-Ethylanilino)ethanol (83) mit Propargylbromid
(14) erfolgte in Anlehnung an Burgess et al.[411] und das gewünschte Produkt N-
Ethyl-N-(2-(Propargyloxy)ethyl)anilin (84) konnte in 76% Ausbeute erhalten werden.
Die Azokupplung mit 5-Amino-2-nitrobenzoesäure (79) wurde in Anlehnung an Ba-
zuin et al.[495] durchgeführt. Das Säure-funktionalisierte Azobenzol 85 konnte durch
Ausfällen in 80% Ausbeute isoliert werden.
Im letzten Schritt wurde die freie Säure 85 über eine Steglich-Veresterung[492] in 76%
4MS(EI): m/z (%) = 498 (29) [M]+, MS(CI): m/z (%) = 499 (90) [M+H]+, 498 (27) [M]+.
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Ausbeute zum N-Hydroxysuccinimidester 86 umgesetzt. Die Umsetzung erfolgte analog
zur Darstellung des N-Hydroxysuccinimidester-Azobenzols 69 mit NHS (74), DCC (75)
und DMAP (76) in Anlehnung an Barbas et al.[437].
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Abbildung 7.5: Synthese von N-Hydroxysuccinimidester-Push-Pull-Azobenzol 86.
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7.2 Charakterisierung der N-Hydroxysuccinimidester
und Säure-funktionalisierten Azobenzole in Lö-
sung
7.2.1 UV/Vis-Spektren und Extinktionskoeffizienten
Die aufgenommenen UV/Vis- Spektren der Säure- (73 und 85) und N-
Hydroxysuccinimidesterazobenzole (69 und 86) sind in Abbildung 7.6 dargestellt.
Die Absorptionsmaxima der Push-Pull-Azobenzole (85 und 86) waren stark rotverscho-
ben gegenüber den klassischen Azobenzolen und die pipi∗- und npi∗-Übergänge
überlagerten sich, wie es für Push-Pull-Azobenzole charakteristisch ist. Dagegen han-
delte es sich bei 73 und 69 um den klassischen Azobenzoltyp, da beide Übergänge
erkennbar waren und sich nur in geringen Umfang überschnitten. Das jeweilige N-
Hydroxysuccinimidesterazobenzol (69 und 86) wies eine stärkere rot Verschiebung des
Absorptionsmaximums als das entsprechende Derivat mit der Säuregruppe auf. Dieser
Effekt war beim Push-Pull-Azobenzolpaar mit É19 nm (85 und 86) stärker ausgeprägt
als beim klassischen Azobenzolpaar mit É7 nm Unterschied (69 und 73).
























Abbildung 7.6: UV/Vis-Spektren der Azobenzole 69, 85, 86 in Acetonitril und 73
in Methanol.
funktionalisierte Azobenzol 73 nur unzureichend löslich in Acetonitril war, wurde der
Extinktionskoeffizient in Methanol bestimmt. Die Werte der klassischen Azobenzole (69
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und 73) waren mit 25 und 26 · 103 Lmol−1 cm−1 nur geringfügig kleiner als die der
Push-Pull-Azobenzole (85 und 86) mit 30 und 27 · 103 Lmol−1 cm−1.
Tabelle 7.1: Extinktionskoeffizienten der Säure und N-Hydroxysuccinimid-
funktionalisierten Azobenzole 73, 85, 69 und 86.
Azobenzol λmax Extinktionskoeffizienten ±σx





































O 500a 27200± 470a
aIn Acetonitril.
bIn Methanol.
7.2.2 Thermische Halbwertszeiten der cis-Isomere
Die thermische Halbwertszeit kann über die UV/Vis-Spektroskopie oder über die 1H-
NMR-Spektroskopie bestimmt werden5. Die Kenntnis über die Halbwertszeit ist in Be-
zug auf die Wahl der Inkubationsdauer der durchzuführenden Zelladhäsionsexperimente
wichtig.
In Abbildung 7.7 und 7.8 sind die zeitliche Änderungen der UV/Vis-Spektren sowie eine
5Vergleiche hierzu Abschnitt 2.3.1, Seite 20.
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lineare Auftragung zur Ermittlung der Ratenkonstante k des Säureazobenzols 73 und
des N-Hydroxysuccinimidesterazobenzols 69 dargestellt. Die erhaltenden Ratenkonstan-
ten sowie die daraus ermittelten Halbwertszeiten6 sind in Tabelle 7.2 zusammengestellt.









































































































Abbildung 7.7: UV/Vis-Spektren und lineare Regression zur Bestimmung der thermi-
schen Halbwertszeit des cis-N-Hydroxysuccinimidester-funktionalisierten Azobenzols
69 in Acetonitril: (a) T = 21 °C ;(b) T = 37 °C. Der zeitliche Abstand zwischen den
Messungen betrug 15min.
tragung des Quotienten der cis-Konzentration gegen die Zeit eine Gerade mit einer
Halbwertszeit von 34 h bei 21 °C erhalten werden. Dagegen wurde beim N-Hydroxy-
succinimidester-Azobenzol 69 ein nicht lineare Abhängigkeit in Abbildung 7.7 gefunden.
Daher bleibt unklar, ob die thermische Rückisomerisierung des cis-Isomers von 69 einem
Geschwindigkeitsgesetz erster Ordnung folgte. Der erhaltene Kurvenverlauf würde auch
eine Rückisomerisierung über ein Zwischenprodukt zulassen. Unter der Annäherung eines
Geschwindigkeitsgesetzes erster Ordnung ergab sich eine um den Faktor sieben kürzere
Halbwertszeit als beim entsprechenden Säureazobenzol 73 von etwa 3 h bei 21°C.
6Vergleiche hierzu Gleichung 2.3, Seite 20.
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Abbildung 7.8: UV/Vis-Spektren und lineare Regression zur Bestimmung der ther-
mischen Halbwertszeit des cis-Säure-funktionalisierten Azobenzols 73 in Methanol:
(a) T = 21 °C; (b) T = 37 °C. Der zeitliche Abstand zwischen den Messungen betrug
15min.
Zur Verifizierung der erhaltenen Daten aus der UV/Vis-Spektroskopie wurde die Halb-
wertszeit über die 1H-NMR-Spektroskopie bestimmt. Die Messung wurde für das N-Hy-
droxysuccinimidester-Azobenzol 69 in deuteriertem Acetonitril durchgeführt. Der trans-
Anteil in Lösung betrug vor der Belichtung 99% und nach der Belichtung für 30min
mit 365 nm konnte die Lösung zu 79% mit dem cis-Isomer angereichert werden. Die
thermische Rückisomerisierung des cis-Isomers folgte dem Geschwindigkeitsgesetz erster
Ordnung mit einer Halbwertszeit von 3.6 h bei 27 °C. Die Messung für das Säureazobenzol
73 erfolgte in deuteriertem Methanol. Vor der Belichtung lag zu 92% das trans-Isomer
in der Lösung vor. Nach der Belichtung für 30min mit 365 nm lag das cis-Isomer zu
95% in der Lösung vor. Die Halbwertszeit des cis-Isomers betrug 113 h bei 27 °C. Somit
war die Halbwertszeit des Säureazobenzols 73 um den Faktor dreißig größer als beim
entsprechenden N-Hydroxysuccinimidesterazobenzol 69.
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Tabelle 7.2: Thermische Halbwertszeiten ermittelt über die UV/Vis-Spektroskopie der
cis-Isomere des Säureazobenzols 73 und N-Hydroxysuccinimidester-Azobenzols 69.




[l mol−1] [°C] [min−1] [min] [h]
73a 1.05 10−4 21 3.42 10
−4 ±3.10 10−7 2033 ≈ 33.9
37 30.4 10−4 ±3.70 10−5 228 ≈ 3.8
69b 0.83 10−4 21 24.5 10
−4 ±1.72 10−4 283 ≈ 4.7
37 40.3 10−4 ±2.18 10−4 172 ≈ 2.8
aIn Methanol.
bIn Acetonitril.
7.2.3 Peptidkupplung in Lösung
Um eine Aussage über die Hydrolysestabilität des Aktivester treffen zu können und um
zu prüfen, ob sich durch die Reaktion mit einem Lysinderivat das Absorptionsmaximum
des Azobenzols ändert, wurden Vortests in Lösung durchgeführt und mittels UV/Vis-
Spektroskopie verfolgt.
Es wurden jeweils zu 2.5mL einer 0.71 10−4 ·M Lösung von N-Hydroxysuccinimidester-4-
(2-(4-(propargyloxy)phenyl)diazenyl)-benzoesäure (69) in Acetonitril (a) 100ÞL Wasser,
(b) 100ÞL Phosphatgepufferte Salzlösung7 (PBS) mit pH = 7.2 und (c) 1.24mg Lysin-
methylester (87), gelöst in 100ÞL PBS mit pH = 7.2, hinzugegeben. Die Änderungen
des Absorptionsmaximums über die Zeit sind in Abbildung 7.9 zusammengefasst.
Wie anhand der Kurvenverläufe in den Graphen (a) und (b) zu erkennen ist, bleib das
Absorptionsmaximum des pipi∗-Übergangs des Azobenzols 69 unverändert in wässriger
Acetonitril bzw. PBS Lösung. Daraus kann geschlossen werden, dass der Aktivester des
Azobenzols 69 auch nach über 12 h keine Hydrolysereaktion mit Wasser bei Raumtem-
peratur einging. Bei der Anwesenheit von Lysinmethylester (87) in PBS (Graph (c)) war
dagegen eine Blauverschiebung des Absorptionsmaximums über die 13 h als eindeutige
Tendenz zu erkennen. Trotzdem kam es zu keiner Abnahme in der Intensität des Absorp-
tionsmaximums. Diese Verschiebung lässt sich durch die Ausbildung einer Amidbindung
zwischen dem Lysinmethylester (87) und dem Aktivester des Azobenzols 69 erklären.
7Wässrige Lösung aus Natriumchlorid, Kaliumchlorid, Dinatriumhydrogenphosphat und Kaliumdihy-
drogenphosphat.
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Abbildung 7.9: Veränderung des Absorptionsmaximums von 69 in Acetonitril nach




7.3.1 Darstellung und Nomenklatur der Monolayer
Die in Abschnitt 7.1 hergestellten Azobenzole wurden mit dem azidterminierten Coup-
linglayer [N3] umgesetzt, der wie in Kapitel 3 aufgeführt, direkt zuvor präpariert worden
war. Neben den reinen Azobenzolmonolayern wurden auch mit PEG2000 10 gemischte
Monolayer in unterschiedlichen Konzentrationen hergestellt.
Für die Bezeichnung der Monolayer wurde folgende Nomenklatur verwendet: Die jeweili-
ge funktionelle Gruppe am Azobenzol steht als Präfix im Namen. Als Abkürzung für die
Säure-funktionalisierten Azobenzole wird COOH und für die N-Hydroxysuccinimidester
Funktion NHS verwendet. Darauf folgt die Kennzeichnung des Azobenzols mit Azo für
den klassischen Azobenzoltyp und ppAzo für die Push-Pull-Azobenzole. Zuletzt wird
in eckigen Klammern der verwendete Couplinglayer mit [N3] für den Azidcouplinglayer
angegeben. In Abbildung 7.10 sind die Namen der einzelnen Monolayer zusammen mit
ihrer Strukturformel aufgeführt.
Die Charakterisierung der Monolayer erfolgte über die UV/Vis-Spektroskopie und den
Kontaktwinkel. Weiter konnte über die Extinktionskoeffizienten der Azobenzole in Lö-







































Abbildung 7.10: Übersicht der dargestellte N-Hydroxysuccinimidester- und Säure-
funktionalisierten Azobenzolmonolayer.
8Die theoretischen Annahmen zur Berechnung der Besetzungsdichte von Monolayern über die Ab-
sorption im UV/Vis-Spektrum sowie der genaue Rechenweg sind in Abschnitt 2.3.2, Seite 24 ausführlich
dargestellt.
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7.3.2 UV/Vis-Spektren
In Abbildung 7.11 sind die UV/Vis-Spektren der Monolayer COOH-Azo-[N3], NHS-
Azo-[N3], COOH-ppAzo-[N3] und NHS-ppAzo-[N3] gegenübergestellt. Die statis-
tischen Auswertungen der Lage des Absorptionsmaximus des pipi∗-Übergangs sind in
Tabelle 7.3 zusammengestellt.
Das Absorptionsmaximum des pipi∗-Übergangs der auf klassischen Azobenzolen




















Abbildung 7.11: UV/Vis-Spektren der Monolayer COOH-Azo-[N3], NHS-Azo-
[N3], COOH-ppAzo-[N3] und NHS-ppAzo-[N3].
Tabelle 7.3: Mittelwerte der Wellenlänge des Absorptionsmaximums des pipi∗-
Übergangs der Monolayer COOH-Azo-[N3], NHS-Azo-[N3], COOH-ppAzo-[N3]
und NHS-ppAzo-[N3] im Vergleich zum entsprechenden Azobenzol in Acetonitril.
Monolayer λmax(ML)a ±σx Azobenzol λmax(AB)b É c
[nm] [nm] [nm]
COOH-Azo-[N3] 345 ±3.4 73 350 -5
NHS-Azo-[N3] 354 ±4.0 69 357 -3
COOH-ppAzo-[N3] 480 ±2.0 85 481 -1
NHS-ppAzo-[N3] 493 ±7.0 86 500 -7
aMonolayer.
bAzobenzol in Acetonitril.
cDifferenz der Lage des λmax(pipi∗)-Übergangs des Monolayers und dem freien Azobenzols
in Lösung: λmax(Monolayer) - λmax(Azobenzol).
basierenden Monolayer COOH-Azo-[N3] und NHS-Azo-[N3] lag bei 345 nm und
354 nm. Bei den Push-Pull-Azobenzol basierenden Monolayern COOH-ppAzo-[N3] und
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NHS-ppAzo-[N3] lag das Absorptionsmaximum des überlagerten pipi∗- und npi∗-
Übergangs bei 480 nm und 493 nm.
Analog zu den Ergebnissen, die in dem vorangegangenen Kapitel 69 vorgestellt wurden,
kam es zu einer Blauverschiebung des Absorptionsmaximums der auf der Oberfläche
gebundenen Azobenzole von durchschnittlich É4 nm im Vergleich zu den jeweiligen Azo-
benzolen in Lösung.
7.3.3 Besetzungsdichte
In Tabelle 7.4 sind die ermittelten Besetzungsdichten der Monolayer zusammengefasst.
Ein direkter Vergleich zwischen den Besetzungsdichten der Monolayer ist nur sinnvoll,
wenn sie mit Couplinglayern des gleichen Ansatzes hergestellt wurden. Ursache hierfür
ist die starke Abhängigkeit der Besetzungsdichte von dem jeweils verwendeten Coup-
linglayer10. Daher wurden zum Vergleich der Besetzungsdichten immer nur die Oberflä-
chen herangezogen, welche im gleichen Ansatz hergestellt wurden. Die Klick-Reaktion
auf der Oberfläche wurde nach dem in dieser Arbeit verwendeten Standardverfahren
nach Ried[330] durchgeführt. Die Reaktionszeit betrug, wenn nicht anders angegeben,
drei Tage.
Die Besetzungsdichten der säureterminierten Azobenzolmonolayer (COOH-Azo-[N3]
Tabelle 7.4: Mittelwerte der Besetzungsdichte der Monolayer COOH-Azo-[N3], NHS-
Azo-[N3], COOH-ppAzo-[N3] und NHS-ppAzo-[N3] auf Glas.
Besetzungsdichte ±σx [Moleküle/nm2]
Ansatz 1 2 3
Stichprobenumfang 8 10 6
COOH-Azo-[N3] 5.70 ±1.877 6.62 ±0.718 2.12 ±0.100
NHS-Azo-[N3] 0.79 ±0.186 1.03 ±0.186 0.98 ±0.087
COOH-ppAzo-[N3] 2.03 ±0.335 2.80 ±1.521 a,c -
NHS-ppAzo-[N3] 1.19 ±0.137 2.12 ±0.752 b,c -
aStichprobenumfang von 6.
bStichprobenumfang von 12.
cKlick-Reaktionszeit betrug 5 d.
und COOH-ppAzo-[N3]) waren deutlich höher als die Besetzungsdichten der Akti-
vester terminierten Azobenzolmonolayer (NHS-Azo-[N3] und NHS-ppAzo-[N3]). Be-
sonders deutlich wird dies beim Monolayer COOH-Azo-[N3], der sogar eine mittlere
9Vergleiche hierzu Tabelle 6.3, Seite 86.
10Vergleiche hierzu Kapitel 5 und 6: Abschnitt 5.3.3 Seite 55, Abschnitt 5.3.7 Seite 64 und Abschnitt
6.4.3, Seite 86.
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Besetzungsdichte von über 6Moleküle/nm2 aufwies. Diese Besetzungsdichte liegt da-
mit deutlich über der Besetzungsdichte eines dichtgepackten Azobenzolmonolayers auf
Gold, die 3.9Molekülen/nm2 beträgt[488]. Daher ist anzunehmen, dass durch die termi-
nale Säuregruppe des Azobenzols die Verknüpfung zu weiteren Säure-funktionalisierten
Azobenzolen ermöglicht wurde, wodurch sich zum Teil eine zweite Lage von Azoben-
zolen auf der Oberfläche bildete. Die Verbindung zwischen den Azobenzolen ist dabei
so stabil, dass sich der gebildete Bilayer nicht durch wiederholtes Spülen und Ultra-
schallbehandlungen entfernen ließ. Ob sich der Bilayer durch Carbonsäure-Dimere über
Wasserstoffbrückenbindungen oder durch die Ausbildung von Carbonsäureanhydriden bil-
dete, bleibt unklar.
Die Besetzungsdichte des COOH-Azo-[N3] Monolayers war mit 5.7 bzw.
6.6Moleküle/nm2 mehr als doppelt so groß wie die des entsprechenden Push-Pull-
Azobenzolmonolayers COOH-ppAzo-[N3] (2.0 bzw. 2.8Moleküle/nm2). Eine Ursache
hierfür ist wahrscheinlich die unterschiedliche Position der Säurefunktion am Azobenzol.
Diese lag beim COOH-Azo-[N3] Monolayer in para-Position und beim COOH-ppAzo-
[N3] Monolayer in meta-Position zur Azogruppe. Die Säuregruppe in meta-Position wäre
aus sterischen Gründen deutlich ungünstiger bei der Ausbildung eines Bilayers als die ex-
ponierte Säuregruppe in para-Position beim COOH-Azo-[N3] Monolayer.
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7COOH-ppAzo-[N3]77
7COOH-ppAzo-[N3]7+717h70.57M7NHS
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Abbildung 7.12: UV/Vis-Spektren der Monolayer COOH-Azo-[N3] und COOH-
ppAzo-[N3] vor und nach dem Einlegen für 1 h in eine 0.1M NHS (74) Lösung bei
Raumtemperatur (1 eq NHS, 1 eq DCC, 0.1 eq DMAP gelöst in DMF).
[N3]) nachträglich mit NHS (74) behandelt um den Aktivester zu bilden war neben der
Rotverschiebung des Absorptionsmaximums des pipi∗-Übergangs eine starke Abnah-
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me der Besetzungsdichte auf den Oberflächen zu beobachten ( Abbildung 7.12). Die
Verschiebung des Absorptionsmaximums hin zu dem der NHS-Monolayer (NHS-Azo-
[N3] , NHS-ppAzo-[N3]) deutet zudem darauf hin, dass eine nachträgliche Umsetzung
zum Aktivester auf der Oberfläche möglich ist. Zusätzlich wurde die Vermutung bestä-
tigt, dass die terminale Säuregruppe am Azobenzol ursächlich für die Ausbildung des
Bilayers war. Gestützt wird diese Annahme durch die Arbeiten von Ozanam et al.[496]
wo gezeigt wurde, dass durch NHS (74) Carbonsäureanhydride auf Oberflächen zu den
entsprechenden N-Hydroxysuccinimidestern umgesetzt werden können.
7.3.4 Stabilität der N-Hydroxysuccinimidesterazobenzol Mono-
layer
Bei den Monolayern NHS-Azo-[N3] und NHS-ppAzo-[N3] wurde mittels UV/Vis-
Spektroskopie die Stabilität der Aktivestergruppe untersucht. In Abbildung 7.13 sind die
UV/Vis-Spektren nach 24 h (a und c) und 8 d (b und d) Lagerung bei Raumtemperatur
und Raumluft, zusammen mit dem Spektrum, welches direkt nach der Monolayerpräpa-
ration aufgenommen wurde, abgebildet. Der Aktivester der Monolayer war für 24 h stabil
gegen Hydrolyse, da keine Verschiebung des Absorptionsmaximus des pipi∗-Übergangs
festgestellt werden konnte. Nach 8 d Aufbewahrung zeigte sich beim NHS-Azo-[N3] nur
eine leichte Blauverschiebung hin zur freien Säure. Eine stärkere Änderung war dagegen
beim Push-Pull-Azobenzolmonolayer nach 8 d zu beobachten. Letzteres deutet auf eine
teilweise Hydrolyse der Aktivestergruppe des Monolayers.
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Abbildung 7.13: Stabilität des Aktivesters der Monolayer NHS-Azo-[N3] undNHS-
ppAzo-[N3]: (a), (c) nach 24 h Raumtemperatur und Raumluft; (b), (d) nach
8 d Raumtemperatur und Raumluft. Eingezeichnet ist zudem die mittlere Lage des
pipi∗-Übergangs der NHS-Monolayer.
7.3.5 Kontaktwinkel
Der statische Kontaktwinkel zwischen den Monolayern und einem 10µL großen Was-
sertropfen wurde an mindestens fünf unterschiedlichen Stellen des Substrates bestimmt.
Die daraus berechneten Mittelwerte sind in Abhängigkeit von der Besetzungsdichte des
jeweiligen Substrates, die über UV/Vis-Messung an zwei unterschiedlichen Stellen ge-
mittelt wurde, in Tabelle 7.5 dargestellt.
Der Unterschied zwischen den Säure- und den Aktivester-funktionalisierten Monolayer
erwies sich als sehr gering, obwohl die freie Säuregruppe zu einer deutlich hydrophileren
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Tabelle 7.5: Kontaktwinkel der Monolayer COOH-Azo-[N3], NHS-Azo-[N3], COOH-
ppAzo-[N3] und NHS-ppAzo-[N3] auf Glas in Abhängigkeit von der Besetzungsdichte.
COOH-Azo-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 66.5 ±4.79 72.7 ±1.68
Besetzungsdichte ±σxb 5.90 ±0.690 8.40 ±0.459
NHS-Azo-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 52.6 ±2.26 66.4 ±1.71 72.9 ±2.16 76.8 ±1.23
Besetzungsdichte ±σxb 0.43 ±0.055 3.52 ±0.003 0.71 ±0.035 1.08 ±0.098
COOH-ppAzo-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 57.4 ±4.55 72.3 ±3.58
Besetzungsdichte ±σxb 1.63 ±0.030 1.70 ±0.183
NHS-ppAzo-[N3]
Kontaktwinkel ±σxa 75.2 ±1.57 76.1 ±3.61
Besetzungsdichte ±σxb 1.38 ±0.055 1.82 ±0.609
aIn °.
bIn Moleküle/nm2.
Oberfläche führen sollte. Erklären lassen könnte sich dieser geringe Unterschied dadurch,
dass die Säureazobenzole zum Teil als Carbonsäureanhydride auf der Oberfläche vorla-
gen, wodurch die Polarität im Bereich des Aktivesters liegen würde. Weiter konnte keine
allgemein gültige Korrelation zwischen dem Kontaktwinkel und der Besetzungsdichte
gefunden werden.
7.3.6 trans/cis-Isomerisierung auf der Oberfläche
Nach dem Belichten der Oberflächen mit Licht der Wellenlänge von 365 nm konnte im
UV/Vis-Spektrum das photochemische Schalten zum cis-Isomer der Monolayer COOH-
Azo-[N3] und NHS-Azo-[N3] nachgewiesen werden. Eine Belichtungszeit von 20 s ist
ausreichend, um das photostationäre Gleichgewicht zu erreichen. Das Zurückschalten
zum trans-Isomer gelang reversibel durch die Belichtung mit 470 nm für 20 s, welches für
den NHS-Azo-[N3] Monolayer in Abbildung 7.14 dargestellt ist11. Bisher konnte auch
nach mehrmaligem Schalten keine Veränderung auf den Monolayern beobachtet werden.
Die Monolayer COOH-Azo-[N3] und NHS-Azo-[N3] zeichnen sich somit durch ein
hohe Stabilität gegenüber der Belichtung aus.
Weiterhin wurde die Halbwertszeit des Monolayers NHS-Azo-[N3] bei einer Temperatur
von 21 °C und zwei unterschiedlichen Besetzungsdichten, wie in Tabelle 7.6 dargestellt,
11Für die trans/cis-Isomerisierung des Monolayers COOH-Azo-[N3] vergleiche Abschnitt 7.4.4, Seite
119.
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Abbildung 7.14: Reversible trans/cis-Isomerisierung von Monolayer NHS-Azo-[N3]
auf Quarz.
bestimmt. In beiden Fällen folgte die thermische Rückisomerisierung des cis-Isomeres
dem Geschwindigkeitsgesetz erster Ordnung. Die gefundenen Halbwertszeiten lagen mit
2.6 h und 6.2 h über und unterhalb der zuvor bestimmten Halbwertszeit des Azobenzols
69 in Lösung mit 4.7 h12. Es ist ungeklärt, weshalb die Halbwertszeit bei einer Beset-
zungsdichte von 1Moleküle/nm2 doppelt so hoch war wie bei der Besetzungsdichte von
3.7Moleküle/nm2. Eine höhere Besetzungsdichte sollte eher zu einer Verlängerung der
Halbwertszeit aufgrund von Wechselwirkungen zwischen den Azobenzolen führen als zu
einer Verkürzung.
Tabelle 7.6: Thermischen Halbwertszeit ermittelt über die UV/Vis-Spektroskopie des
cis-Isomers von Monolayer NHS-Azo-[N3] gemessen bei 21 °C.
NHS-Azo-[N3]




[Moleküle/nm2] [min−1] [min] [h]
T= 21°C 3.68
a 4.52 10−3 ±1.74 10−4 153 ≈ 2.6
0.99b 1.86 10−3 ±1.21 10−4 373 ≈ 6.2
aMonolayer auf Quarz.
bMonolayer auf Glas.




Es wurden mit PEG2000 10 gemischte Azobenzolmonolayer dargestellt13. Dazu wurde
bei der Klick-Reaktion der Azidcouplinglayer in eine ethanolische Lösung eingelegt in der
das jeweilige Azobenzol und PEG2000 10 in einem definierten Molverhältnis zueinander
vorlagen.
7.4.1 UV/Vis-Spektren
In Abbildung 7.15 sind exemplarisch die gemessenen UV/Vis-Spektren eines Ansatzes
gezeigt, bei dem die prozentualen Molkonzentrationen an Azobenzol 69 und PEG2000
10 bei der Klick-Reaktion variiert wurden. Entsprechend der Abnahme an Molprozent
des Azobenzols 69 in Lösung nahm auch die Absorption im UV/Vis-Spektrum ab.








































Abbildung 7.15: UV/Vis-Spektren des Monolayers COOH-Azo-[N3] in Abhängig-
keit von der prozentuale Molkonzentration an Azobenzol 69 und PEG2000 10 bei
der Klick-Reaktion.
ten Rotverschiebung des Absorptionsmaximums des pipi∗-Übergangs auf dem Mono-
layer. In Abbildung 7.16 ist die gefundene Besetzungsdichte an Azobenzol gegen die Wel-
lenlänge des Absorptionsmaximums aufgetragen. Dargestellt sind die Ergebnisse von drei
unterschiedlichen Versuchsdurchführungen. Das Absorptionsmaximum des reinen Azo-
benzolmonolayers war nahezu unabhängig von der Besetzungsdichte (100% Azobenzol,
graue Quadrate). Die Rotverschiebung des Absorptionsmaximums, der mit PEG2000
13Siehe auch Kapitel 4, Seite 35.
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10 gemischten Monolayer war dagegen abhängig von der Besetzungsdichte des Azo-
benzols. Der Effekt wurde umso größer, je geringer die Besetzungsdichte des reinen
Azobenzolmonolayers NHS-Azo-[N3] bei der Versuchsdurchführung war (100% Azo-
benzol, graue Quadrate). Eine Rotverschiebung des Absorptionsmaximums des pipi∗-
Übergangs durch das Mischen mit PEG2000 10 konnte in ersten Experimenten auch bei
den Monolayern COOH-Azo-[N3], aber nicht bei dem Monolayer NHS-ppAzo-[N3]
gefunden werden.








































Abbildung 7.16: Lage des Absorptionsmaximums des pipi∗-Übergangs des Mono-
layer COOH-Azo-[N3] in Abhängigkeit von dem Mischungsgrad mit PEG2000 10.
7.4.2 Besetzungsdichte
In Abbildung 7.17 sind die Besetzungsdichten der Ansätze, die innerhalb von zwei Jahren
durchgeführt wurden, gegen die jeweilige Molkonzentration bei der Klick-Reaktion auf-
getragen. Die angegebene Wochenanzahl bezieht sich auf den zeitlichen Abstand relativ
zu Ansatz 1. Wenn nicht anders angegeben wurde nach dem Standardverfahren dieser
Arbeit gearbeitet.
Die gefundenen Besetzungsdichten unterscheiden sich dabei umso stärker, je größer der




































































































Abbildung 7.17: Mittlere Besetzungsdichte und Standardabweichung des Monolayers
NHS-Azo-[N3] in Abhängigkeit von der Molkonzentration des Azobenzols 69 bei
der Klick-Reaktion: (a) Übersicht; (b) Vergrößerung des Bereiches von 1-18 Mol-%
Azobenzol 69.
für war, wie in den vorangegangen Kapiteln 5 und 614 breits diskutiert, die Qualität der
verwendeten Azidcouplinglayer [N3]. Gute Übereinstimmungen in den Besetzungsdichten
können dann gefunden werden, wenn der zeitliche Abstand zwischen den Ansätzen nicht
länger als vier Wochen war und mit der gleichen Silanlösung und mit Toluol gleichen
14Abschnitt 5.3.3 Seite 55, Abschnitt 5.3.7 Seite 64 und Abschnitt 6.4.3, Seite 86.
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Wassergehaltes gearbeitet wurde. Diese Bedingungen waren bei Ansatz 7 und 8 gegeben,
die bei einer Molkonzentration von 100% Azobenzol eine gute Übereinstimmung in den
Besetzungsdichten mit 0.8±0.2 und 1.0±0.2 Moleküle/nm2 aufwiesen.

























































[Moleküle/nm2]44+σx 0.414+40.054 3.584+40.141 0.974+40.087_ _ __
Abbildung 7.18: Relative Besetzungsdichte des Monolayer NHS-Azo-[N3] in Ab-
hängigkeit von der Molkonzentration des Azobenzols 69 bei der Klick-Reaktion: (a)
Übersicht; (b) Vergrößerung des Bereiches von 1-20 Mol-% Azobenzol 69.
zentration bei der Klick-Reaktion zu untersuchen, wurde deshalb anstatt der absoluten
Besetzungsdichte, die relative Besetzungsdichte gegen die eingesetzte Molkonzentration
an Azobenzol in Abbildung 7.18 aufgetragen. Dabei wurden bei den jeweiligen Ansätzen
die erhaltenen Besetzungsdichten relativ zu der mittleren maximalen Besetzungsdichte
gesetzt, die bei dem jeweiligen Ansatz erhalten wurde, wenn 100 Mol-% Azobenzol in der
Klick-Reaktionslösung vorhanden war. Der Verlauf der Kurven bestätigt, dass kein linea-
rer Zusammenhang zwischen der verwendeten Molkonzentration bei der Klick-Reaktion
und der resultierenden Besetzungsdichte des Monolayers bestand. Beispielsweise lag die
relative Besetzungsdichte des Azobenzols immer noch bei 60-70%, auch wenn die Mol-
konzentration des Azobenzols 69 in der Klick-Reaktionslösung nur noch 10% betrug
und die entsprechende Molkonzentration von PEG2000 10 somit um den Faktor neun
höher war. Folglich muss das Azobenzol 69 schneller kovalent an die Oberfläche binden
als das PEG2000 10.
Die relativen Besetzungsdichten lagen größtenteils in dem Fehlerbalken der jeweils an-
deren Versuchsurchführungen. Somit war das Adsorptionsverhalten zu großen Teilen un-




Der Kontaktwinkel wurde mit einem 10µL großen Wassertropfen an mindestens fünf un-
terschiedlichen Stellen des jeweiligen Substrates gemessen und der Mittelwert gebildet.
In Abbildung 7.19 ist die prozentuale Molkonzentration bei der Klick-Reaktion gegen den
Kontaktwinkel aufgetragen.
Die gefundenen Kontaktwinkel der mit PEG2000 10 gemischten NHS-Azo-[N3] Mo-
nolayer unterschieden sich deutlich von dem des entsprechenden reinen Azobenzolmono-
layers, der in Abhängigkeit von der Besetzungsdichte zwischen 53-77° lag15.






















































Abbildung 7.19: Mittlerer Kontaktwinkel der mit PEG2000 10 gemischten NHS-
Azo-[N3] Monolayer in Abhängigkeit von der Molkonzentration des Azobenzols 69
bei der Klick-Reaktion: (a) Übersicht; (b) Vergrößerung des Bereiches von 1-20Mol-
% Azobenzol 69.
umso kleiner, je kleiner die prozentuale Molkonzentration des Azobenzols 69 bei der
Monolayerpräparation war16. Er lag unterhalb einer Molkonzentration von 2% zwischen
30° und 40°. Dies entspricht dem gefundenen Kontaktwinkel des reinen PEG2000-[N3]
Monolayers17.
Analog verhielt es sich bei dem Monolayer NHS-ppAzo-[N3]: Auch hier wurde ein
gemischter Monolayer mit PEG2000 10 hergestellt. Die verwendete prozentuale Molkon-
zentration an Azobenzol 86 betrug 1Mol-%. Der der Kontaktwinkel verringerte sich von
15Vergleiche hierzu Tabelle 7.5, Seite 111.
16Die Ursache für die Ausnahme bei Ansatz 9 begründet sich aus der Messungenauigkeit des Kon-
taktwinkels.
17Vergleiche hierzu Abbildung 4.6, Seite 41 und Tabelle 4.1, Seite 41.
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76° beim reinen Azobenzolmonolayer drastisch auf 40° bei einer Besetzungsdichte von
0.6 Azobenzolmoleküle pro nm2.



















































Abbildung 7.20: Mittlerer Kontaktwinkel der mit PEG2000 10 gemischten NHS-
Azo-[N3] Monolayer in Abhängigkeit von der Besetzungsdichte des Azobenzols 69
auf dem Monolayer. Die grauen Zahlen in dem Graphen geben die prozentuale Mol-
konzentration des Azobenzols 69 bei der Klick-Reaktion an.
Kontaktwinkel und der Konzentration des Azobenzols vor. Zwar zeigten Ansatz 1 und
3 eine lineare Abhängigkeit des Kontaktwinkels von der prozentualen Molkonzentration
des Azobenzols, dagegen war bei Ansatz 2 eher eine logarithmische Abhängigkeit zu
erkennen. Einen Erklärungsansatz für diese unterschiedlichen Abhängigkeiten bietet Ab-
bildung 7.20, in der die Besetzungsdichte gegen den Kontaktwinkel aufgetragen wurde.
Es zeigte sich, dass die Änderung des Kontaktwinkels zwischen höheren Molkonzentra-
tionen bei Besetzungsdichten größer als 0.7 Azobenzolmolekülen pro nm2 stärker war als
bei niedrigen Molkonzentrationen. Betrachtet man den Ansatz 1 so betrug die Änderung
des Kontaktwinkels von 80Mol-% auf 40Mol-% etwa 15° und von 40Mol-% auf 20Mol-
% etwa 12°. Danach wurde die Änderung im Kontaktwinkel immer kleiner und lag von
20Mol-% auf 10Mol-% nur noch bei etwa 5° und bei 10Mol% auf 1Mol-% sogar nur
noch bei 1°. Analog verhielt es sich bei Ansatz 3.
Bei den Besetzungsdichten unterhalb von 0.7 Azobenzolmolekülen pro nm2, wie es bei-
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spielsweise bei Ansatz 2 und 6 gegeben war, war die Änderung des Kontaktwinkels zwi-
schen 100Mol-%, 20Mol-%, 10Mol-% und 5Mol-% nur sehr gering. Erst bei 5Mol-%
auf 1Mol-% wurde eine größere Änderung im Kontaktwinkel gemessen. Unterhalb von
5Mol-% Azobenzol war die Änderung des Kontaktwinkels wieder marginal (Vergleiche
hierzu Ansatz 2 und 4).
Ob die gefundenen Tendenzen Allgemeingültigkeit besitzen, oder ob noch andere Fakto-
ren als eine geringere Besetzungsdichte zu diesem Verhalten führten, sollte durch weitere
Untersuchungen geklärt werden. Zusammenfassend konnte keine allgemein gültige Kor-
relation zwischen der Besetzungsdichte, dem Kontaktwinkel und der Molkonzentration
an Azobenzol bei der Klick-Reaktion gefunden werden.
7.4.4 trans/cis-Isomerisierung auf der Oberfläche
Es wurden Belichtungsexperimente mit den gemischten Monolayern durchgeführt. Wie
zuvor reichte eine Belichtungszeit von 20 s mit Licht der Wellenlänge von 365 nm aus,
um das photostationäre Gleichgewicht zu erreichen. Durch Belichtung mit 470 nm für
20 s gelang es nahezu reversibel zum trans-Isomer zurückzuschalten. In Abbildung 7.21
ist exemplarisch das reversible Schalten der mit PEG2000 10 gemischten Monolayer
NHS-Azo-[N3] und COOH-Azo-[N3] gezeigt. Die Monolayer wurden jeweils mit einer
1Mol-% Azobenzollösung hergestellt.







































Abbildung 7.21: Reversibles photochemisches Schalten der mit PEG2000 10 ge-
mischten NHS-Azo-[N3] Monolayer auf Quarz und COOH-Azo-[N3] Monolayer
auf Glas (jeweils 1Mol-% Azobenzol bei der Klick-Reaktion).
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[N3] Monolayer bei einer Raumtemperatur von 21 °C bestimmt. Bedingt durch das hohe
Signal zu Rausch Verhältnis, kommt es zu einer größeren Streuung der Messwerte. Die
erhaltenen Halbwertszeiten in Abhängigkeit von der Besetzungsdichte sind in Tabelle 7.7
zusammengestellt.
Die Werte bestätigen die Abhängigkeit der thermischen Halbwertszeit von der Be-
Tabelle 7.7: Thermische Halbwertszeiten ermittelt über die UV/Vis-Spektroskopie der
cis-Isomere. Monolayer COOH-Azo-[N3] und NHS-Azo-[N3] gemischt mit PEG2000
10. Gemessen bei 21 °C.




[Moleküle/nm2] [°C] [min−1 10−3] [min] [h]
NHS-Azo-[N3] 1 1.23a 21 17.4 ±2.00 39.8 ≈ 0.7
NHS-Azo-[N3] 1 0.68b 21 9.78 ±2.04 71.9 ≈ 1.2
COOH-Azo-[N3] 1 0.64b 21 74.9 ±0.022 926 ≈ 15.4
aMonolayer auf Quarz
bMonolayer auf Glas
setzungsdichte, welche auch bei dem reinen NHS-Azo-[N3] Monolayer vorlag. Die
Halbwertszeit betrug beim NHS-Azo-[N3] Monolayer, mit einer Besetzungsdichte von
1.2 Azobenzolmolekülen pro nm2, 0.7 h und verdoppelte sich fast auf 1.2 h bei der gerin-
geren Besetzungsdichte von 0.7 Azobenzolmolekülen pro nm2. Im Vergleich zu den ge-
fundenen Halbwertszeiten beim reinen NHS-Azo-[N3] Monolayer reduzierte sich durch
das Mischen mit PEG2000 10 die Halbwertszeit. Abhängig von der Besetzungsdichte
verringerte sich die Halbwertszeit um den Faktor 5 bis 918.
Der Vergleich zwischen den NHS-Azo-[N3] und COOH-Azo-[N3] Monolayern, welche
beide mit der gleichen Couplinglayercharge präpariert worden waren und vergleichbare
Besetzungsdichten mit 0.7 und 0.6 Azobenzolmoleküle pro nm2 aufwiesen, zeigt, dass
die freie Säuregruppe am Azobenzol, wie zuvor in Lösung, auf dem Monolayer zu einer
Verdreizehnfachung der Halbwertszeit führte.
Da bei klassischen Zelladhäsionsexperimenten die Zellen in einer wässrigen Lösung bei
37 °C inkubiert werden ist es sinnvoll die Halbwertszeit auch unter diesen Bedingun-
gen zu bestimmen. Daher wurden Glasplatten so zugeschnitten (5 x 45 x 1mm), dass
sie durch die Öffnung einer handelsüblichen Quarzküvette passten. Die Küvette wurde
mit einer phosphatgepufferten Salzlösung (PBS) befüllt und durch den angeschlosse-
nen Thermostat am UV/Vis-Spektrometer erwärmt. Die erhaltenen Halbwertszeiten in
Abhängigkeit von der Temperatur und der Besetzungsdichte sind in Tabelle 7.9 zusam-
mengestellt. Wie erwartet, führte die Erhöhung der Temperatur zu einer Abnahme der
18Vergleiche hierzu Tabelle 7.6, Seite 112.
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Halbwertszeit auf unter eine Stunde bei den gegebenen Besetzungsdichten von 0.8 und
0.9 Azobenzolmolekülen pro nm2.
Tabelle 7.8: Thermische Halbwertszeiten ermittelt über die UV/Vis-Spektroskopie der
cis-Isomere. Monolayer COOH-Azo-[N3] und NHS-Azo-[N3] auf Glas gemischt mit
PEG2000 10. Gemessen in phosphatgepufferter Salzlösung bei 38 °C und 38.5 °C.
NHS-Azo-[N3] gemischt mit PEG2000




[Moleküle/nm2] [°C] [min−1 10−3] [min] [h]
1 0.83 38 22.7 ±2.67 30.5 ≈ 0.51
1 0.95 38.5 32.2 ±3.69 21.6 ≈ 0.36
7.5 Peptidkupplung auf Monolayern
Um das cyclische c(RGDfK) Peptid 68 an die Oberfläche zu kuppeln wurde auf die
Methode von Petersen et al.[497] und Ozanam et al.[496] zurückgegriffen, die in Ab-
bildung 7.22 gezeigt ist.
Da nicht sicher ist, ob es durch die Reaktionsbedingungen bei der Klick-Reaktion und
der anschließenden Aufarbeitung zu einer teilweisen Hydrolyse der N-Hydroxysuccinimid-
estergruppe am Azobenzol kam, wurden die NHS-Azo-[N3] und NHS-ppAzo-[N3]
Monolayer vor der Umsetzung mit dem Peptid erneut mit N-Hydroxysuccinimid (NHS)
(74) und 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimid hydrochlorid (EDC) (88) ak-
tiviert. Die Reaktion wurde in Anlehnung an eine Vorschrift von Ozanam et al.[496]
durchgeführt. Die anschließende Umsetzung mit dem c(RGDfK) Peptid 68 erfolgte in
wässriger PBS Lösung mit pH = 7.2 um zu verhindern, dass neben der primären Amino-
gruppe der Lysinseitenkette auch die Guanidinogruppe des Arginins mit dem Aktivester
reagiert[497].
7.5.1 UV/Vis-Spektren
In Abbildung 7.23 sind die UV/Vis-Spektren der NHS-Azo-[N3] undNHS-ppAzo-[N3]
Monolayer vor und nach der Umsetzung mit c(RGDfK) 68 zu sehen (c(RGDfK)-Azo-
[N3], c(RGDfK)-Azo-[N3]) . In beiden Fällen verschob sich das Absorptionsmaximum
des pipi∗-Übergangs zu kleineren Wellenlängen. Das neue Absorptionsmaximum des
c(RGDfK) gekuppelten Monolayers lag nahe dem der entsprechenden Säureazobenzol-
monolayer.
Gegen eine, durch Hydrolyse des Aktivesters verursachte, Verschiebung spricht die geringe
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Abbildung 7.22: Darstellung des Peptid-funktionalisierten c(RGDfK)-Azo-[N3]
Monolayers.
Einlegzeit im wässrigen Medium und die dazu gewonnenen Ergebnisse des zuvor durchge-
führten Hydrolyse-UV/Vis-Experiments des N-Hydroxysuccinimidesterazobenzols in Lö-
sung 6919. Durch dieses Experiment konnte gezeigt werden, dass es auch nach über
10 h Einlegzeit in Wasser und PBS zu keiner Hydrolyse des Aktivesters kam, da keine
Verschiebung des Absorptionsmaximums beobachtet werden konnte. Erst bei Anwesen-
heit des Lysinmethylesters in der PBS Lösung konnte eine Verschiebung des Absorp-
19Vergleiche hierzu Abschnitt 7.2.3, Seite 103.
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Abbildung 7.23: Vergleich zwischen den UV/Vis-Spektren vor (NHS-Azo-[N3],
NHS-ppAzo-[N3]) und nach der Umsetzung mit c(RGDfK) 68 auf Quarz
(c(RGDfK)-Azo-[N3], c(RGDfK)-Azo-[N3]).
tionsmaximums zu kleineren Wellenlängen beobachtet werden. Darüber hinaus wurden
auch die Aktivester-funktionalisierten Monolayer in Wasser eingelegt. Nach 12.5 h konn-
te auch hier keine Verschiebung des Absorptionsmaximums, verursacht durch Hydrolyse,
festgestellt werden. Erst nach einer Verlängerung der Einlegzeit auf 60 h konnte eine
Verschiebung des Absorptionsmaximums hin zur freien Säure beobachtet werden. Die-
ser Hydrolyseversuch wurde mit den nachträglich zum Aktivester umgesetzten Säurea-
zobenzolmonolayer (COOH-Azo-[N3], COOH-ppAzo-[N3]) durchgeführt und ist in
Abbildung 7.24 gezeigt. Im ersten Schritt wurden die Säuregruppe der Monolayer durch
das Einlegen in eine NHS-Lösung 74 zum N-Hydroxysuccinimidester umgesetzt (NHS*-
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Abbildung 7.24: Reversible Umsetzung der COOH-Azo-[N3] und COOH-ppAzo-
[N3]) Monolayer zum Aktivester mit NHS 74. Die Hydrolyse erfolgte durch das
Einlegen in Wasser für 60 h.
Azo-[N3], NHS*-ppAzo-[N3]). Die erfolgreiche Aktivierung konnte anhand der Ver-
schiebung des Absorptionsmaximums zu höheren Wellenlängen, die dem der NHS-Azo-
[N3] und NHS-ppAzo-[N3] Monolayer entsprechen, nachgewiesen werden.
7.5.2 Besetzungsdichte
Die Besetzungsdichte auf dem Monolayer veränderte sich nicht durch die erneute Akti-
vierung mit NHS 74 und EDC 88, sowie durch die Reaktion mit dem c(RGDfK) Peptid
68. Eine Änderung in der Absorptionsstärke lässt sich vielmehr darauf zurückführen, dass
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bei der erneuten Messung im UV/Vis-Spektrometer nicht wieder an der gleichen Stelle
des Substrates gemessen wurde. Bestätigt werden konnte diese Annahme durch eine sta-
tistische Auswertung der Besetzungsdichten vor und nach der Umsetzung mit c(RGDfK)
68, die in Abbildung 7.25 dargestellt ist. Die Stichprobengröße der mit PEG2000 10 ge-






































Abbildung 7.25: Vergleich der Besetzungsdichten vor (NHS-Azo-[N3]) und nach
der erneuten Aktivierung mit NHS 74 sowie der Peptidkupplung mit c(RGDfK) 68
(c(RGDfK)-Azo-[N3]) .
7.5.3 Kontaktwinkel
Eine signifikante Änderung des Kontaktwinkels durch die Umsetzung mit c(RGDfK) 68
oder die erneute Aktivierung mit NHS 74 und EDC 88 konnte auf keinem der getesteten
Monolayer beobachtet werden.
7.5.4 trans/cis-Isomerisierung auf der Oberfläche
Die durchgeführten Belichtungsexperimente mit den Peptid gekuppelten Monolayern
c(RGDfK)-Azo-[N3] zeigten, dass eine Belichtungszeit von 40 s statt 20 s notwendig
war um das photostationäre Gleichgewicht zu erreichen, wie in Abbildung 7.26 exempla-
risch für einen mit PEG2000 10 gemischten c(RGDfK)-Azo-[N3] Monolayer gezeigt
ist (1Mol-% Azobenzol). Das Zurückschalten zum trans-Isomer gelang durch die Belich-
tung mit 470 nm für 20 s. Das Absorptionsmaximum des pipi∗ -Übergangs konnte auch
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nach Verlängerung der Belichtungszeit nicht wieder vollständig erreicht werden. Somit
war der Schaltprozess nur teilweise reversibel.
























































Abbildung 7.26: Reversibles photochemisches Schalten von dem mit PEG2000 10 ge-
mischten und Peptid-funktionalisierten c(RGDfK)-Azo-[N3] Monolayer auf Quarz
(1Mol-% Azobenzol bei der Klick-Reaktion).
Tabelle 7.9 sind die ermittelten Halbwertszeiten in Abhängigkeit von der Besetzungs-
dichte, der prozentualen Molkonzentration vom Azobenzol bei der Klick-Reaktion sowie
der Temperatur angegeben. Aufgrund des hohen Signal zu Rausch Verhältnis im UV/Vis-
Spektrum, kommt es zu einer größeren Streuung der Messwerte.
Ein Vergleich mit den zuvor bestimmten Halbwertszeiten der nicht mit dem Peptid
umgesetzten Aktivestermonolayer (NHS-Azo-[N3]) ist problematisch, da die Halb-
wertszeit bei unterschiedlichen Besetzungsdichten bestimmt wurden und die Halbwerts-
zeit von dieser abzuhängen scheint. Eine in etwa gleich große Besetzungsdichte von
1Azobenzolmolekül pro nm2 der mit mit PEG2000 10 gemischten Monolayer (jeweils
1Mol-% Azobenzol bei der Klick-Reaktion) war jedoch bei der Messung bei 38.5 °C ge-
geben, sodass hier ein Vergleich gezogen werden kann20. Bei dem nicht gekuppelten
Monolayer betrug die Halbwertszeit 0.4 h wohingegen sich bei dem mit c(RGDfK) 68
gekuppelten Monolayer die Halbwertszeit auf 3 h verdreifachte. Somit kann als erste
Tendenz festgehalten werden, dass es wahrscheinlich durch die Peptidkupplung auf der
Oberfläche zu einer Verlängerung der Halbwertszeit kam. Dieses Ergebnis würde den
20Vergleiche hierzu Tabelle 7.9, Seite 127.
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Tabelle 7.9: Thermischen Halbwertszeit ermittelt über die UV/Vis-Spektroskopie der
cis-Isomere der mit c(RGDfK) 68 umgesetzten Monolayer c(RGDfK)-Azo-[N3].
c(RGDfK)-Azo-[N3]




[Moleküle/nm2] [°C] [min−1 10−3] [min] [h]
1a 1.03 21 7.91 ±0.969 87.6 ≈ 1.46
1b,c 0.50 38 6.40 ±0.384 108.3 ≈ 1.81
1b,c 1.14 38.5 3.69 ±0.310 187.8 ≈ 3.13
100b 0.52 21 1.48 ±0.203 468.3 ≈ 7.81
aMonolayer auf Quarz.
bMonolayer auf Glas.
cMessung erfolgte in PBS-Lösung.
Erwartungen entsprechen, da es durch das Peptid zu verstärkten sterischen Wechselwir-
kungen kommen sollte und somit der Isomerisierungsprozess des Azobenzols verlangsamt
würde.
Für ein abschließendes Ergebnis müssten aber weitere Untersuchungen durchgeführt wer-
den, bei denen die gleiche Besetzungsdichte gegeben ist. Ferner sollte geklärt werden, in
welchem Umfang die Halbwertszeit von der Besetzungsdichte abhängt und ob nicht noch
andere, bisher unberücksichtigte Faktoren, einen Einfluss auf die Halbwertszeit haben.
7.6 Zelladhäsionstest
In Abbildung 7.27 sind die Ergebnisse eines ersten Zelladhäsionstests auf einem
c(RGDfK)-funktionalisiertem Azobenzolmonolayer dargestellt, welcher von Qian Li (Ar-
beitskreis Prof. Dr. C. Selhuber-Unkel, Technische Fakultät, Kiel) durchgeführt wurde.
Es wurden jeweils 6 c(RGDfK)-Azo-[N3] Monolayer auf Glas mit einer molaren Azo-
benzolkonzentration von 2% und 18% bei der Klick-Reaktion getestet. Die Beset-
zungsdichten betrugen bei 2Mol-% etwa 0.5 Azobenzolmoleküle/nm2 und bei 18Mol-%
0.7Azobenzolmoleküle/nm2. Die genauen Werte der Besetzungsdichten des NHS-Azo-
[N3] Monolayers, der zur Darstellung des peptidgekuppelten c(RGDfK)-Azo-[N3] Mo-
nolayers genutzt wurde, sind in Tabelle 7.10 zusammengefasst. Die Hälfte der Substrate
wurde vor dem Einlegen in die Zelllösung für 20 s mit 365 nm belichtet. Als Vergleichspro-
ben wurden der NHS-Azo-[N3] Monolayer mit gleicher Molkonzentration an Azobenzol
bei der Klick-Reaktion, der PEG-[N3] Monolayer (reiner mit PEG2000-funktionalisierter
Monolayer21) und Glas (mit dem Sauerstoffplasma-Protokoll gereinigte Glassubstrate)
21Vergleiche hierzu Kapitel 4, Abschnitt 4.3, Seite 4.3.
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verwendet. Die mittlere Zellanzahl auf allen Substraten wurde relativ zu der gefundenen
Zellanzahl auf den puren Glassubstraten bestimmt.
















































































Abbildung 7.27: Zellanzahl in Relation zu gereinigtem Glas in Prozent auf den Mo-
nolayern PEG-[N3] sowie auf mit und ohne c(RGDfK)-funktionalisierten Azobenzol-
monolayern NHS-Azo-[N3] und c(RGDfK)-Azo-[N3]. cis: Die Substrate wurden
vor dem Einlegen in die Zelllösung für 20 s mit 365 nm belichtet, trans: Substrate
wurden ohne weitere Behandlung in die Zelllösung gelegt. Es wurden embryonale
Ratten-Fibroblasten (REF 52 wt) in Hank’s Buffered Salt Solution ausgesät und für
15min bei Raumtemperatur inkubiert.
Tabelle 7.10: Besetzungsdichten der Monolayer (NHS-Azo-[N3]), die für den Zelladhä-
sionstest präpariert wurden.
NHS-Azo-[N3] gemischt mit PEG2000
Mol-% Mittelwert ±σx Minimum Maximum
[Moleküle/nm2]
2 0.54 ±0.05 0.46 0.59
18 0.68 ±0.10 0.56 0.78
100 0.97 ±0.09 0.84 1.03
ringsten und nahm mit steigendem Mol-% an Azobenzol auf allen getesteten Substraten
zu. Ein grundsätzlicher Unterschied bei den unbelichteten trans-Oberflächen war bei den
ohne und mit c(RGDfK) (68) gekuppelten Monolayern in der Zellanzahl nicht zu finden.
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Auf allen durch Belichtung mit 365 nm hergestellten cis-Oberflächen nahm die Zellan-
zahl im Vergleich zu den trans-Oberflächen ab. Der Unterschied war bei den Monolayern
ohne c(RGDfK) (68) nicht signifikant, aber dafür umso eindeutiger bei den Monolayern
mit c(RGDfK) (68). Damit entspricht das durchgeführte Experiment den Erwartungen
und zeigt, dass durch die Funktionalisierung des Azobenzolmonolayers mit c(RGDfK)
(68) erstmals ein großer Effekt auf die Zelladhäsion durch die trans/cis-Isomerisierung
erreicht werden kann.
In weiteren Untersuchungen soll nun geklärt werden, ob sich die guten Ergebnisse repro-
duzieren lassen und ob die Zelladhäsion direkt geschaltet werden kann. Dazu sollen die
Zellen auf den trans-Oberflächen aufgebracht, und getestet werden, ob sie sich direkt






Der Schwerpunkt dieser Arbeit lag in der Herstellung von Oberflächen, die das Potential
besitzen die Adhäsion von Zellen photochemisch zu Schalten. Die Photoschaltbarkeit
der Oberflächen wurde durch die Verankerung unterschiedlicher Azobenzolderivate
auf Alkylsiloxan-Couplinglayern erreicht. Je nach Art der Monolayer, Benzylchlorid-
oder Azidsiloxan-Monolayer ([BzCl] bzw. [N3]), gelang diese Verankerung durch eine
nukleophile Substitution oder eine Huisgen-Klick-Reaktion. Die Zelladhäsionsstudien
wurden in der Arbeitsgruppe von Prof. Dr. C. Selhuber-Unkel durchgeführt.
Mit dem Ziel eine unspezifische Zelladhäsion auf den Azobenzolmonolayern effek-
tiv zu unterbinden, wurden die, in Abbildung 8.1 gezeigten, biorepulsiven Monolayer
hergestellt. Die Herstellung erfolgte durch die kovalente Fixierung einiger literatur-
bekannter, stark biorepulsiver Verbindungen auf dem Azid-Couplinglayer: Triglycerol
(8), Hexa(ethylenglycol) (9) und Poly(ethylenglycol) (PEG2000) (10). Die erhaltenen
biorepulsiven Monolayer unterschieden sich signifikant sowohl bezüglich der gemessenen
Kontaktwinkel als auch in der Anzahl adhärierter Zellen. So ließen die durchgeführten
Zelladhäsionstests einen klaren Trend erkennen: Der mit PEG2000 (10) funktionalisierte
Monolayer (PEG-[N3]) zeigte mit großem Abstand die stärkste biorepulsive Wirkung,
gefolgt von dem mit Hexa(ethylenglycol) (9) funktionalisiertem Monolayer (HEG-[N3])
und letztlich dem mit Triglycerol (8) funktionalisiertem Monolayer (TG-[N3]). Die
biorepulsive Wirkung des mit PEG2000 (10) funktionalisierten Monolayers hob sich
hierbei selbst nach einer Zeitspanne von 5 d deutlich von den anderen beiden Monolayern






























Abbildung 8.1: Synthetisierte biorepulsive Monolayer HEG-[N3], TG-[N3], PEG-
[N3] mit mittlerem Kontaktwinkeln eines Wassertropfens.
nolayern fortan PEG2000 10 als Standardverbindung verwendet. Insgesamt wurden drei
Hauptstrategien verfolgt, um die Zelladhäsion auf den Oberflächen photochemisch zu
beeinflussen:
1. Kontrolle der Zelladhäsion durch Veränderung der Oberflächenbenet-
zung:
Um die Oberflächenbenetzung gezielt schalten zu können wurden Azobenzole mit
hydrophober bzw. hydrophiler Kopfgruppe synthetisiert und mittels des Benzylchlorid-
oder Azid-Couplinglayer, auf Quarz- und Glasoberflächen fixiert (Abbildung 8.2). Jeder
einzelne der Monolayer zeigte eine gute Photoschaltbarkeit. So wurden durchgehend
nicht nur kurze Belichtungszeiten (< 1min) und reversibles Schalten, sondern auch
eine geringe Photoermüdung gefunden. Ersteres ist, insbesondere in Hinblick auf die
anstehenden Studien mit lebenden Zellen, eine entscheidende Eigenschaft, da irreversible
Photoschäden an den Zellen so minimiert werden[16].
Die ermittelten Halbwertszeiten für die thermische Rückisomerisierung bei 21 °C lagen
zwischen 8 h für den Pentafluorazobenzol-Monolayer (F-Azo-[N3], 24) und 103 h für
den (Perfluordecyloxy)pentafluorazobenzol-Monolayer (CF3(CF2)8-Azo-[N3], 28) und
somit deutlich unter den Halbwertszeiten der entsprechenden Azobenzole in Lösung
(192-2215 h). Folglich führt die Fixierung auf der Oberfläche in diesem Fall zu einer



















































R1: OCF3 , R2: H          
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R1:  Triglycerol , R2: F  
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R1=R2: F             
R1: OCF3 , R2: H  
F-Azo-[BzCl]
CF3O-Azo-[BzCl]
R1=R2: F            
R1: OCF3 , R2: H  
20
1
Abbildung 8.2: Synthetisierte Azobenzole und Monolayer mit hydrophiler und hy-
drophober terminaler Gruppe.
Die Messungen des mittleren statischen Kontaktwinkels ergaben einen Bereich von ≈62°
(hydrophil, Triglycerol-Kopfgruppe) bis ≈109° (hydrophob, Perfluordecyl-Kopfgruppe)
und entsprechen somit den Erwartungen. Bisher konnte keine reproduzierbare Photo-
schaltbarkeit der Oberflächenbenetzbarkeit oder Zelladhäsion beobachtet werden. Ein
möglicher Grund für diese Beobachtung könnte die mangelnde Reproduzierbarkeit der
Besetzungsdichten der Monolayer sein. Ebenso könnte der Effekt aber auch schlicht
zu gering zum Nachweis sein. Die Vermutung liegt jedoch nahe, dass ein signifikantes
Schalten der Zelladhäsion bei Verwendung eines gemischten Monolayers, bestehend aus
den oben aufgeführten Perfluoralkylazobenzolen mit Triglycerol (8), Hexa(ethylenglycol)
(9) oder PEG2000 (10), erreicht werden kann. Gestützt wird diese Vermutung durch
die vor kurzem publizierte Arbeit von Li et al. [361]. Nach Li sind (statische) Monolayer,
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bestehend aus einem Mix von Perfluoralkyl- und Oligo(ethylenglycol)ketten in einem
bestimmten und nur in genau diesem Verhältnis, in der Lage, äußerst effizient die
Bioadhäsion zu unterbinden und sie sind sogar Poly(ethylenglycol)-beschichteten
Oberflächen in dieser Hinsicht überlegen. Da, bedingt durch die Photoisomerisierung,
die terminale Gruppe der Azobenzole vor der Zelle verborgen werden kann, ergäbe
sich eine schaltbare Biorepulsivität durch die gezielte lokale Erzeugung eben dieses
Mischverhältnisses.
2. Kontrolle der Zelladhäsion durch schnell oszillierende Bewegungen auf
der Oberfläche:
Zum Erzeugen einer schnell oszillierenden Bewegung auf Quarz- und Glasoberflä-
chen wurden die in Abbildung 8.3 gezeigten Push-Pull-Azobenzole synthetisiert und
mittels des Benzylchlorid- oder Azid-Couplinglayers erfolgreich auf den Oberflächen fi-
xiert. Alle gemessenen Kontaktwinkel der Push-Pull-Azobenzolmonolayer lagen zwischen
60° und 75°. Ab einer Besetzungsdichte von 1.0 Azobenzol/nm2 wurden Kontaktwinkel
um oder über 70° gefunden, unabhängig vom verwendeten Spacer. Daher liegt der
Schluss nahe, dass bei einer hohen Azobenzoldichte der hydrophobe oder hydrophile
Charakter der Spacer kaum Einfluss auf die Benetzbarkeit der Oberflächen hatte.
Lediglich unterhalb einer Besetzungsdichte von 1.0 Azobenzol/nm2 führen hydrophile
Spacer wie Tri(ethylenglycol) zu einem geringeren Kontaktwinkel der Oberfläche als
Azobenzolmonolayer mit Alkylspacern.
Die kraftmikroskopische Studien zur Beeinflussung der Zelladhäsion durch die per-
manente trans/cis-Isomerisierung sind Bestandteil aktueller Forschungstätigkeit. Ein
abschließendes Ergebnis dieser Untersuchungen steht noch aus.
3. Kontrolle der Zelladhäsion durch Zelladhäsionsliganden:
Als Zelladhäsionsligand wurde das cyclische Pentapeptid c(RGDfK) 68 ausge-
wählt, welches sich als Integrinligand in einem besonderen Grad durch seine hohe
Aktivität und Selektivität für die αvβ3 und αvβ5 Integrine auszeichnet[478–482].
Die Verankerung des c(RGDfK)-Peptids 68 am Azobenzolmonolayer erfolgte über die
Ausbildung einer Amidbindung zwischen der ε-Aminogruppe der Lysin-Seitenkette des
c(RGDfK)-Peptids 68 und dem Succinimidyl-Aktivester des Azobenzolmonolayers wie
in Abbildung 8.4 gezeigt. Ob die Kupplung zwischen dem Azobenzolmonolayer und
c(RGDfK) 68 gelang konnte nicht abschließend geklärt werden. Für eine erfolgreiche
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R1: Me , R2: Hexyl            
R1: Me , R2: TEG  
ppAzo-Hexyl-[BzCl]
ppAzo-Ethyl-[BZCl]
Abbildung 8.3: Synthetisierte Push-Pull-Azobenzole und Push-Pull-
Azobenzolmonolayer.
des Absorptionsmaximums im UV/Vis-Spektrum als auch die Verlängerung der ther-
mischen Halbwertszeit. Zusätzlich konnten in bisher einem Zelladhäsionsexperiment
deutliche Unterschiede in der Zelladhäsion zwischen c(RGDfK)-funktionalisierten
und Aktivester-funktionalisierten Azobenzolmonolayern beobachtet werden (NHS-
Azo-[N3], c(RGDfK)-Azo-[N3]). In diesem ersten Versuch zeigte der c(RGDfK)-
funktionalisierte Monolayer (c(RGDfK)-Azo-[N3]) den gewünschten Unterschied der
Zelladhäsion nach dem Schalten. Das durchgeführte Experiment lässt somit vermuten,
dass durch die Funktionalisierung des Azobenzolmonolayers mit c(RGDfK) (68) ein
Effekt auf die Zelladhäsion durch die trans/cis-Isomerisierung erreicht werden kann. In
weiteren Untersuchungen muss nun geklärt werden, ob sich diese Ergebnisse reproduzie-










































































































Abbildung 8.4: Darstellung der Peptid-funktionalisierten c(RGDfK)-
Azobenzolmonolayer.
das Lösen von auf der trans-Oberfläche gezüchteten Zellen durch Photoschaltung,
als auch kraftmikroskopische Untersuchungen zur Beeinflussung der Zelladhäsion
durch die permanente trans/cis-Isomerisierung von c(RGDfK) (68) gekuppelten
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9.1 Hinweise zum experimentellen Teil
9.1.1 Verwendete Chemikalien
Die verwendeten Chemikalien wurden kommerziell erworben und ohne weitere Reinigung
eingesetzt.
Tabelle 9.1: Verwendete Chemikalien
Chemikalie Firma Reinheit
4-Aminobenzoesäureethylester Aldrich HPLC ≥99.0%
5-Amino-2-nitrobenzoesäure Alfa Aesar 95%
Ammoniaklösung Merck 25%
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Chemikalie Firma Reinheit
2,2-Dimethoxypropan Alfa Aesar 98%
4-(Dimethylamino)-pyridin Fluka ≥99%









Essigsäure Merck wasserfrei 99.8%
Hexaethylenglycol Alfa Aesar 97%
Hexamethyldisilathian Aldrich synthesis grade




Kaliumjodid Merck p.a. 99.0%
Kalium-tert-butylat Merck ≥97.0%
Kupfer(II)-sulfat Pentahydrat Acros 99.995%
Lithiumhydroxid Monohydrat Riedel-de Haën p.a. 99.0%
Magnesiumsulfat Grüssing reinst DAC 99%
Methansulfonsäurechlorid ABCR ≥98%
2-(Methylphenylamino)ethanol Aldrich 98%
N-Methylanilin Alfa Aesar 98%
Natrium Merck Dispersion in Paraffin
30-35wt%
Natriumacetat Riedel-de Haën ≥99% wasserfrei
Natriumascorbat Acros BioChemika ≥99.0%
Natriumazid Fisher Scientific LRG
Natriumcarbonat Merck wassserfrei ≥99.0
Natriumchlorid Laborbestand
Natriumhydrogencarbonat Grüssing purum p.a. ≥99.0%
Natriumhyrid Merck in Mineralöl w/w 60%
Natriumhydroxid Grüssing 98%
Natriumnitrit Riedel-de Haën 99.5%
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Chemikalie Firma Reinheit







Nitrosonium-tetrafluoroborat Alfa Aesar ≥98%
α-Methoxy-ω-alkyne PEG 2000 Rapp Polymere
phosphatgepufferte Salzlösung Aldrich pH = 7.2
Aldrich pH = 7.4
Pentafluoranilin Alfa Aesar 99%
1H,1H-Perfluor-1-decanol ABCR 98%
1H,1H-Perfluor-1-hexanol ABCR 98%
Phenol Alfa Aesar ≥ 99.0%
Propargylbromid Acros in Toluol w/w 80%
Pyridin Acros ACS reagent ≥99.0%
Salzsäure Merck AR grade 37%
Schwefelsäure Grüssing 95-97%
Tetrabutylammoniumfluorid Aldrich in THF 1.0M
Tetraethylenglycolmonomethylether Alfa Aesar 98%
4-Toluolsulfonsäure Monohydrat Acros ≥98.5%
4-Toluolsulfonylchlorid Merck zur Synthese
Trichlor(4-(chlormethyl)phenyl)silan Alfa Aesar 97%
Triethylamin Acros 99.5%
Triethylenglykol Grüssing ≥ 97.0%
Triethylenglykolmonomethylether Merck 95%
4-(Trifluoromethoxy)anilin Alfa Aesar 98%
Triglycerol Aldrich ≥80%
Wasserstoffperoxid Lösung Acros in Wasser 35wt.%
9.1.2 Verwendete Lösungsmittel
Die Lösungsmittel aus dem Laborbestand wurden für die jeweiligen Synthesen destillativ
bei vermindertem Druck gereinigt. Waren wasserfreie Lösungsmittel erforderlich so wur-
den sie, wie angegeben (Tabelle 9.2), mehrere Stunden zum Rückfluss erhitzt und durch
anschließende Destillation gereinigt.
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Tabelle 9.2: Verwendete Lösungsmittel












Methanol wasserfrei Aldrich 99.8%
n-Pentan Calciumhydrid Laborbestand
N,N-Dimethylformamid Laborbestand
N,N-Dimethylformamid wasserfrei Alfa Aesar 99.8%
Tetrahydrofuran Natrium Fischer Scientific ≥98.5%
Triethylamin Kaliumhydroxid Acros 99.5%
Toluol Natrium Laborbestand
9.1.3 Verwendete Oberflächen
Das verwendete Quarzglas wurde von der Firma Chemglass Life Science bezogen (1mm)
und wurde auf das Maß 2.5 x 1.0 cm zugeschnitten. Als Glassubstrate wurden Objekt-
träger der Firma Menzel verwendet (ISO Norm 8037/I (26 x 76mm x 1mm)) und auf
das Maß 26 x 10mm zugeschnitten.
9.1.4 Chromatographie
Zur säulenchromatographischen Aufreinigung wurde Kieselgel der Firma Merck (Korn-
größe 0.04-0.063 nm) eingesetzt. Die Dünnschichtchromatographie wurde mit den DC-
Plastikfolien Polygram®SIL G/UV254 der Firma Macherey-Nagel durchgeführt. Weiter
wurde das Flash-Aufreinigungssystem Isolera der Firma Biotage verwendet.
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9.1.5 Ultraschallbad
Zur Erzeugung von Ultraschall wurde ein Sononex Ultraschallbad der Firma Bandelin
benutzt.
9.1.6 Mikrowelle
Zur Erzeugung von Mikrowellen wurde das Mikrowellensystem Explorer SP 12 XS-1354
der Firma CEM verwendet.
9.1.7 Plasmareiniger
Zur Reinigung und Aktivierung von Oberflächen wurde der Expanded Plasma Cleaner
PDC-002 der Firma Harrick Plasma verwendet.
9.1.8 Glovebox
Es wurde die LABmaster 130 Glove Box der Firma MBRAUN verwendet.
9.1.9 Verwendete Geräte zur Analytik
Elementaranalyse
Die Elemente Kohlenstoff, Wasserstoff, Stickstoff und Schwefel wurden quantitativ mit
dem Gerät CHNS-O-Elementaranalysator Euro EA 3000 Series der Fa. Euro Vector am
Institut für Anorganische Chemie der Christian-Albrechts-Universität zu Kiel bestimmt.
IR-Spektren
Unter Verwendung einer Golden-Gate-Diamond-ATR-Einheit A531-G wurden die
Infrarot-Spektren mit dem 1600 Series FT-IR-Spektrometer der Firma Perkin-Elmer auf-
genommen. Die Signalintensitäten wurden mit folgenden Abkürzungen bezeichnet: w
(schwach), m (mittel), s (stark), b (breit).
Kontaktwinkelmessung
Der statische Kontaktwinkel wurde mit dem Easy Drop Tropfenkonturanalyse-System der
Krüss GmbH bestimmt und über die Kreismethode der dazugehörigen Drop Shape Ana-
lysis Software DSA2 2.6 ausgewertet. Als Medium wurde ein 10µL bidest. Wassertropfen
verwendet und die Raumtemperatur betrug 20 °C.
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Massenspektren
EI- und CI-Massenspektren
Für die Massenspektren durch Elektronenstoßionisation (EI) und die chemische Ionisation
(CI), wurden das Massenspektrometer MAT 8200 (EI, 70 eV) / MAT 8230 (CI, Isobutan)
der Firma Finnigan verwendet.
ESI-Massenspektren
ESI Massenspektren wurden am ESI-Massenspektrometer MarinerTM 5280, Firma Ap-
plied Biosystems aufgenommen.
MALDI-TOF-Massenspektren
Die Aufnahme der MALDI-TOF-Spektren erfolgte an dem MALDI-TOF-Massen-
spektrometer Biflex III der Firma Bruker-Daltonics (Beschleunigungsspannung 19 kV,
Wellenlänge des Ionisationslasers: 337 nm). Als Matrix wurde 4-Chlor-a-cyanozimtsäure
(Cl-CCA) verwendet.
NMR-Spektren
Die NMR-Spektren wurden bei 300K durchgeführt. Als interner Standard wurde das
jeweilige Lösungsmittelsignal (Tabelle 9.3) verwendet. Die Signalform in den 1H-NMR-
Spektren wurde mit s für Singulett, d für Dublett, t für Triplett, q für Quartett und m für
Multiplett abgekürzt. Wohingegen sich die Abkürzungen bei den 13C-NMR-Spektren auf
den Bindungstyp des jeweiligen Kohlenstoffs beziehen mit p für primäres, s für sekundäres,
t für tertiäres und q quartäres Kohlenstoffatom. Die Zuordnung der Signale anhand
einer Nummerierung orientierte sich an den IUPAC-Namen soweit dies möglich war,
oder erfolgt durch die Angabe einer eindeutigen Teilsummenformel des Moleküls bei
der die signalgebenden Wasserstoff- bzw. Kohlenstoffatome kursiv dargestellt sind. Die























Abbildung 9.1: Grundschema der NMR-Signalzuordnung bei Azobenzolen
Ausgehend von der Azogruppe werden beide Phenylringe aufsteigend durchnummeriert
und die Phenylringe durch den einseitigen Einsatz von Apostrophen unterschieden. Beim
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Push-Pull-Stammsystem erfolgt der Zusatz von Apostrophen immer beim Phenylring der
die Nitrogruppe trägt.
Die Spektren wurden mit folgenden Spektrometern gemessen:
Bruker AC 200: 1H-NMR (200.1 MHz) 13C-NMR (50.3 MHz)
Bruker ARX 300: 1H-NMR (300.1 MHz) 13C-NMR (75.3 MHz)
Bruker DRX 500: 1H-NMR (500.1 MHz) 13C-NMR (125.8 MHz
Bruker AV 600: 1H-NMR (600.1 MHz) 13C-NMR (150.9 MHz)
Tabelle 9.3: Referenzierung der NMR-Spektren







Die angegebenen Schmelzpunkte wurden mit dem Gerät Melting Point B-540 Firma
Büchi bestimmt und unkorrigiert übernommen.
UV-Vis-Spektren
Die UV-Vis-Spektren wurden mit dem UV-Vis-Spektrometer Lambda 14 der Firma
Perkin-Elmer mit angeschlossenem Thermostat der Firma Lauda Ecoline Staredition 003
aufgenommen. Es wurden Quarzglas-Küvetten mit dem Durchmesser 1 cm verwendet.
Die Quarz- und Glasplatten wurden in einer Teflonhalterung in das UV-Vis-Spektrometer
gestellt.
UV Lampen
Die Belichtungsexperimente wurden mit LEDs durchgeführt. Folgende Modelle wur-
den verwendet: 365 nm NC44133E NICHIA 3 x 1000mW, 470 nm NS6BO83 NICHIA
3 x 260mW.
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9.2 Synthesen
9.2.1 Triglycerolderivate
Synthese von Diacetaltriglycerol (12)[409]






130 g (541mmol) Triglycerol (11)
wurden durch Erwärmen verflüssigt
und 225 g (2.16mmol) 2,2-Di-
methoxypropan (13) sowie 10.3 g
(54.1mmol) 4-Toluolsulfonsäure
Monohydrat hinzugegeben. Nachdem
die Reaktionslösung für 39 h auf
35 °C erhitzt und anschließend auf Raumtemp. abgekühlt worden war, wurden 7.50mL
(54.1mmol) Triethylamin hinzugegeben und für weitere 30min bei Raumtemp. gerührt.
Die Reaktionslösung wurde i. Vak. eingeengt und der Rückstand säulenchromatogra-
phisch an Kieselgel (Essigsäureethylester:n-Hexan, 2:1 Rf =0.35) aufgereinigt. Es wurde
ein blass gelbes Öl erhalten.
Ausbeute: 142 g (444mmol, 82%) Lit.:[409] 70-78%
1H-NMR (600 MHz, (CD3)2CO): δ= 4.24-4.17 (m, 2H, H-2), 4.01 (dd,
2J1-1=8.1Hz, 3J1-2=6.5Hz, 2H, H-1), 3.87-3.81 (m, 1H, H-5), 3.70 (dd,
2J1-1=8.1Hz, 3J1-2=6.4Hz, 2H, H-1), 3.61-3.42 (m, 8H, H-3, H-4), 1.33 (s,
6H, CH3 ), 1.28 (s, 6H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (151 MHz, (CD3)2CO): δ= 109.6 (Cq, C(CH3)2), 75.6 (Ct, C -2),
73.9 (Cs, C -4), 73.1 (Cs, C -3), 70.2 (Ct, C -5), 67.4 (Cs, C -1), 27.1 (Cp, CH3), 25.7 (Cp,
CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3467 (wb, O-H Valenz.), 2985, 2873 (w, C-H Valenz.),
1456, 1370 (m, C-H Deform.), 1211 (m, alicy. C-O-C Valenz.), 1048 (s, C-O-C Valenz.).
MS(EI): m/z (%) = 305 (18) [M-CH3]+.
MS(CI): m/z (%) = 321.2 (30) [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C15H28O7)= 320.18 gmol−1
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ber.(%) C 56.23; H 8.81; gef.(%) C 56.67, H 9.64 .
Synthese von (Propargyloxy)diacetaltriglycerol (15)[498]








Unter Stickstoffatmosphäre und Küh-
lung durch ein Eiswassserkältebad
wurden 12.4mg (310mmol) Natri-
umhyrid (w/w 60% in Mineralöl)
vorgelegt und 76.5 g (239mmol)
Diacetaltriglycerol (12) gelöst in
180mL trockenem Tetrahydrofuran
hinzugegeben. Nach 45min wurden 21.3mL (239mmol) Propargylbromid (14) (w/w
80% in Toluol) hinzugegeben und für weitere 2 h im Kältebad gerührt. Im Anschluss
wurde für 21 h bei Raumtemp. gerührt. Es wurden 400mL Wasser hinzugegeben und
jeweils dreimal mit 400mL Dichlormethan und Diethylether extrahiert. Die vereinigten
org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet, das Lösungsmittel i. Vak.
entfernt und der Rückstand wurde säulenchromatographisch an Kieselgel (Essigsäure-
ethylester:n-Hexan, 2:1) aufgereinigt. Es wurde ein blass gelbes Öl erhalten.
Ausbeute: 49.1 g (137mmol, 57%) Lit.:[498] 95%
1H-NMR (500 MHz, (CD3)2CO): δ= 4.32 (d, 4J6-8=2.4Hz, 2H, H-6), 4.23-
4.16 (m, 2H, H-2), 4.05-3.99 (m, 2H, H-1), 3.84-3.79 (m, 1H, H-5), 3.74-3.64 (m, 2H,
H-1), 3.63-3.44 (m, 8H, H-3, H-4), 2.95-2.90 (m, 1H, H-8), 1.33 (s, 6H, CH3 ), 1.28 (s,
6H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, (CD3)2CO): δ= 109.8 (Cq, C(CH3)2), 81.6 (Cq, C -7),
77.7 (Ct, C -5), 75.8 (Ct, C -2), 75.6 (Ct, C -8), 73.3 (Cs, C -3), 72.3 (Cs, C -4), 67.5 (Cs,
C -1), 58.1 (Cs, C -6), 27.3 (Cp, CH3), 25.9 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3297 (w, C≡H Valenz.), 2986, 2874 (w, C-H Valenz.),
1456, 1371 (m, C-H Deform.), 1212 (m, alicy. C-O-C Valenz.), 1050 (s, C-O-C Valenz.).
MS(EI): m/z (%) = 343 (32) [M-CH3]+.
MS(CI): m/z (%) = 359 (100) [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C18H30O7)= 358.20 gmol−1
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ber.(%) C 60.32, H 8.44; gef.(%) C 57.17, H 8.09.
Synthese von (Propargyloxy)triglycerol (8)[498]







Es wurden 4.00 g (11.2mmol)
(Propargyloxy)diacetaltriglycerol
(15) in 75.0mL Methanol gelöst,
ein Teelöffel Dowex® (50WX2 200-
400, H) hinzugegeben und für 23 h
zum Rückfluss erhitzt. Nach dem
Abkühlen auf Raumtemp. wurde die
Reaktionslösung filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Es wurde ein blass
gelbes Öl erhalten.
Ausbeute: 2.92 g (10.5mmol, 94%) Lit.:[498] 99%
1H-NMR (600 MHz, (CD3)2CO): δ= 4.32 (d, 4J6-8=2.4Hz, 2H, H-6), 4.24-
4.15 (m, 2H, H-2), 4.01 (dd, 2J1-1=12.7Hz, 3J1-2=6.2Hz, 2H, H-1), 3.85-3.78 (m,
1H, H-5), 3.73-3.66 (m, 2H, H-1), 3.63-3.45 (m, 8H, H-3, H-4), 2.92 (t, 4J6-8=2.4Hz,
1H, H-8) ppm.
13C-NMR (151 MHz, (CD3)2CO): δ= 81.4 (Cq, C -7), 77.5 (Ct, C -5), 76.0 (Ct,
C -8), 75.6 (Ct, C -2), 73.2 (Cs, C -3), 72.2 (Cs, C -4), 67.4 (Cs, C -1), 58.0 (Cs, C -6)
ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3362 (mb, O-H Valenz.), 3297 (m, C≡H Valenz.), 2873 (w, C-H
Valenz.), 1340 (m, C-H Deform.), 1035 (m, C-O-C Valenz.).
MS(CI): m/z (%) = 279 (71) [M+H]+.
MS(MALDI-TOF): m/z (%) = 301 [M+Na]+, 279 [M+H]+, 277 [M-H]+.
Elementaranalyse: Mw(C12H22O7)= 278.14 gmol−1























Unter Stickstoffatmosphäre und Küh-
lung durch ein Eiswassserkältebad
wurden 460mg (11.5 mmol) Natri-
umhyrid (w/w 60% in Mineralöl)
vorgelegt und 5.00 g (17.7mmol)
Hexa(ethylenglycol) (16) gelöst in 15.0mL trockenem Tetrahydrofuran hinzugegeben.
Nach 30min Rühren wurden langsamen 950µL (8.86mmol) Propargylbromid (w/w
80% in Toluol) (14) hinzugegeben und die Reaktionslösung für weitere 2 h im Kältebad
gerührt. Im Anschluss wurde für 4 d bei Raumtemp. gerührt. Darauf folgend wurden
100mL Wasser hinzugegeben und viermal mit 60.0ml Dichlormethan extrahiert. Die
vereinigten org. Phasen wurden über Natriumsulfat getrocknet, das Lösungsmittel
i. Vak. entfernt und der Rückstand wurde säulenchromatographisch an Kieselgel
(Dichlormehan:Methanol 21:1 Rf =0.18) aufgereinigt und das Lösungsmittels i. Vak.
entfernt. Es wurde ein farbloses Öl erhalten.
Ausbeute: 2.03 g (6.34mmol, 72%)
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ= 4.18 (d, 4J19-21=2.4Hz, 2H, H-19), 3.72-
3.57 (m, 24H, H-1, H-2, H-4, H-5, H-7, H-8, H-10, H-11, H-13, H-14, H-16, H-17),
2.67 (s, 1H, OH), 2.42 (t, 4J19-21=2.4Hz, 1H, H-21) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ= 79.6 (Cq,C -20), 74.45 (Ct, C -21), 72.5 (Cs,
C -2), 70.6; 70.5; 70.5; 70.5; 70.4; 70.4; 70.3; 70.3, 70.3 (Cs, C -4, C -5, C -7, C -8, C -10,
C -11, C -13, C -14, C -16), 69.1 (Cs, C -17), 61.7 (Cs,C -1), 58.3 (Cs,C -19) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3469 (wb, O-H Valenz.), 3244 (w, C≡H Valenz.), 2866 (m,
aliph. C-H Valenz.), 2111 (w, C≡C Valenz.), 1453 (m, C-H Deform.), 1349, 1291,
1248 (m, C-O-C Valenz), 1091 (s, C-OH Valenz.).
MS(CI): m/z (%) = 321 (100) [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C15H28O7)= 320.18 gmol−1
ber.(%) C, 56.23, H 8.81; gef.(%) C 56.67, H 9.81.
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In 300mL getrocknetem Dichlor-
methan wurden 48.0 g (320mmol)
Tri(ethylenglycol) (43) gelöst und
22.2mL (160mmol) trockenes
Triethylamin hinzugegeben. Im An-
schluss wurden 15.3 g (80.0mmol)
4-Toluolsulfonylchlorid (44) hinzu-
gegeben. Nach 1 h Rühren bei Raumtemp. wurde die Reaktionslösung jeweils zweimal
mit 120mL 1MKaliumhydrogensulfatlösung und 5%Natriumhydrogencarbonatlösung
gewaschen. Die vereinigten org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet und
nach entfernen des Lösungsmittel i. Vak wurde ein farbloses Öl erhalten.
Ausbeute: 20.4 g (67.0mmol, 84%) Lit.:[455] 92%
1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ= 7.8 (d, 3J2´-3´=8.3Hz, 2H, H-2´), 7.38-
7.30 (m, 2H, H-3´), 4.22-4.10 (m, 2H, H-1), 3.78-3.47 (m, 10H, H-2, H-4, H-5, H-7,
H-8), 2.44 (s, 3H, CH3 ), 2.04 (s, 1H, OH) ppm.
13C-NMR (50 MHz, CDCl3): δ= 144.8 (Cq, C -1´), 133.0 (Cq, C -4´), 129.8 (Ct,C -
3´), 128.0 (Ct, C -2´), 72.4; 70.8; 70.3; 69.1; 68.7; 61.8 (Cs, C -1, C -2, C -4, C -5, C -7,
C -8), 21.6 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3429 (wb, O-H Valenz.), 2878 (w, aliph. C-H Valenz.),
1598, 1495 (w, arom. Ring.), 1452, 1400 (w, aliph. C-H Deform.), 1351, 1173 (s,
SO2 Valenz.), 1096 (m, C-O-C Valenz.), 1011 (m, S=O Valenz.), 815 (m, arom. C-H
Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 304 (0.3) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 305 (37) [M+H]+, 287 (31) [M-OH]+.
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Variante 1 (1 eg pTsCl, 4 eqHEG)
In 50.0mL trockenem Dichlormethan wurden 5.00 g (17.7mmol) Hexa(ethylenglycol)
(16) und 1.23mL (8.85mmol) trockenes Triethylamin gelöst. Im Anschluss wurden
844mg (4.43mmol) 4-Toluolsulfonylchlorid (44) hinzugegeben. Nach 2 h Rühren
bei Raumtemp. wurde die Reaktionslösung jeweils zweimal mit 60.0mL 1MKalium-
hydrogensulfatlösung und 5%Natriumhydrogencarbonatlösung gewaschen. Nachdem
das Lösungsmittel i. Vak. entfernt worden war, wurde der Rückstand säulenchromato-
graphisch an Kieselgel (Dichlormethan:Methanol, 21:1, Rf =0.41, Isolera) aufgereinigt.
Es wurde ein farbloses Öl erhalten.
Ausbeute: 1.11 g (2.55mmol, 57%)
Variante 2 (1 eg pTsCl, 3 eqHEG)
Unter Kühlung durch ein Eiswassserkältebad wurden 4.48 g (15.9mmol) Hexa(ethylen-
glycol) (16) in 2.90mL Pyridin gelöst, auf 0 °C heruntergekühlt und 1.01 g (5.29mmol)
4-Toluolsulfonylchlorid (44) in 2.90mL Pyridin gelöst hinzugegeben. Nach 2 h Rühren
bei Raumtemp. wurde unter erneuter Kühlung durch die Zugabe von konz. Schwefelsäure
ein pHWert von 1 eingestellt. Der ausgefallene Niederschlag wurde mit Wasser wieder in
Lösung gebracht und dreimal mit 20.0mL Dichlormethan extrahiert. Die vereinigten org.
Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet, das Lösungsmittel i. Vak. entfernt und
der Rückstand wurde säulenchromatographisch an Kieselgel (Dichlormethan:Methanol,
9:1, Rf =0.41) aufgereinigt. Es wurde ein farbloses Öl erhalten.
Ausbeute: 1.60 g (3.67mmol, 70%)
Variante 3 (1 eq pTsCl, 2 eq HEG)
Unter Kühlung durch ein Eiswassserkältebad wurden 4.48 g (15.9mmol) Hexa(ethylen-
glycol) (16) in 2.90mL Pyridin gelöst, auf 0 °C heruntergekühlt und 1.51 g (7.93mmol)
4-Toluolsulfonylchlorid (44) in 4.30mL Pyridin gelöst hinzugegeben. Nach 2 h Rühren
bei Raumtemp. wurde unter erneuter Kühlung durch die Zugabe von konz. Schwefelsäure
ein pHWert von 1 eingestellt. Der ausgefallene Niederschlag wurde mit Wasser wieder in
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Lösung gebracht und dreimal mit 20.0mL Dichlormethan extrahiert. Die vereinigten org.
Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet, das Lösungsmittel i. Vak. entfernt und
der Rückstand wurde säulenchromatographisch an Kieselgel (Dichlormethan:Methanol,
9:1, Rf =0.41) aufgereinigt. Es wurde ein farbloses Öl erhalten.
Ausbeute: 1.84 g (4.22mmol, 53%)
1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ= 7.84-7.75 (m, 2H, H-2´), 7.38-7.29 (m, 2H,
H-3´), 4.21-4.11 (m, 2H, H-1), 3.78-3.49 (m, 22H, H-2, H-4, H-5, H-7, H-8, H-10,
H-11, H-13, H-14, H-16, H-17), 2.44 (s, 3H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (50 MHz, CDCl3): δ= 144.8 (Cq, C -1´), 133.1 (Cq, C -4´), 129.8 (Ct,
C -3´), 128.0 (Ct, C -2´), 72.5; 70.7; 70.6; 70.6; 70.6; 70.6; 70.5; 70.3; 69.3; 68.7;
61.8 (Cs, C -1, C -2, C -4, C -5, C -7, C -8, C -10, C -11, C -13, C -14, C -16, C -17),
21.6 (Cp, CH3) ppm.
MS(EI): m/z (%) = 459 (2) [M+Na]+.
MS(CI): m/z (%) = 475 (1) [M+K]+, 437 (82) [M+H]+.
MS(ESI): m/z (%) = 475 [M+K]+, 459 [M+Na]+.

















Unter Kühlung durch ein Eiswassser-
kältebad wurden 29.0 g (152mmol)
4-Toluolsulfonylchlorid (44) in
83.0mL Pyridin gelöst, auf 0 °C her-
untergekühlt und 25.0 g (152mmol)
Tri(ethylenglykol)monomethylether
(52) gelöst in 27.6mL Pyridin hinzu-
gegeben. Im Anschluss wurde das Kältebad entfernt und für 2 h bei Raumtemp. gerührt.
Danach wurde unter erneuter Kühlung durch die Zugabe von konz. Schwefelsäure ein
pHWert von 1 eingestellt. Der ausgefallene Niederschlag wurde mit Wasser wieder in
Lösung gebracht und dreimal mit 250mL Dichlormethan extrahiert. Die vereinigten
org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet und das Lösungsmittel i. Vak.
entfernt. Es wurde ein blass gelbes Öl erhalten.
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Ausbeute: 35.1 g (110mmol, 71%)
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ= 7.79 (d, 3J2´-3´=8.5Hz, 2H, H-2´), 7.33 (d,
3J2´-3´ =8.5Hz, 2H, H-3´), 4.18-4.13 (m, 2H, H-1), 3.70-3.50 (m, 10H, H-2, H-4,
H-5, H-7, H-8), 3.36 (s, 3H, OCH3 ), 2.44 (s, 3H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ= 144.7 (Cq, C -4´), 133.0 (Cq, C -1´), 129.8 (Ct,
C -3´), 128.0 (Ct, C -2´), 71.9; 70.7; 70.6; 70.5; 68.7 (Cs, C -2, C -4, C -5, C -7, C -8),
69.2 (Cs, C -1), 59.0 (Cp, OCH3), 21.6 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 2878 (w, aliph. C-H Valenz.), 1598, 1495 (w, arom. Ring.),
1452 (w, aliph. C-H Deform.), 1354, 1175 (s, SO2 Valenz.), 1098 (s, C-O-C Valenz.),
1014 (m, S=O Valenz), 816 (m, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 318 (<1) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 319 (100) [M+H]+.




















Unter Kühlung durch ein Eiswassser-
kältebad wurden 2.28 g (12.0mmol)
4-Toluolsulfonylchlorid (44) in
6.50mL Pyridin gelöst, auf 0 °C her-
untergekühlt und 2.50 g (12.0mmol)
Tetra(ethylenglycol)monomethyl-
ether (53) gelöst in 2.20mL Pyridin
hinzugegeben. Im Anschluss wurde das Kältebad entfernt und für 2 h bei Raumtemp. ge-
rührt. Danach wurde unter erneuter Kühlung durch die Zugabe von konz. Schwefelsäure
ein pHWert von 1 eingestellt. Der ausgefallene Niederschlag wurde mit Wasser wieder
in Lösung gebracht und dreimal mit 20mL Dichlormethan extrahiert. Die vereinigten
org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet und das Lösungsmittel i. Vak.
entfernt. Es wurde ein blass gelbes Öl erhalten.
Ausbeute: 3.64 g (10.1mmol, 84%)
1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ= 7.82-7.75 (m, 2H, H-2´), 7.37-7.29 (m, 2H,
H-3´), 4.19-4.11 (m, 2H, H-1), 3.74-3.46 (m, 14H, H-2, H-4, H-5, H-7, H-8, H-10,
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H-11), 3.36 (s, 3H, OCH3 ), 2.43 (s, 3H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (75 MHz, CDCl3): δ= 144.9 (Cq, C -1´), 133.2 (Cq, C -4´), 129.9 (Ct,
C -3´), 128.1 (Ct, C -2´), 72.1 (Cs, C -11), 70.9; 70.7; 70.7; 70.7; 70.6; 69.4 (Cs, C -2,
C -4, C -5, C -7, C -8, C -10), 68.8 (Cs, C -1), 59.1 (Cp,OCH3), 21.7 (Cs, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 2877 (w, aliph. C-H Valenz.), 1598 (w, arom. Ring.),
1452 (w, aliph. C-H Deform.), 1353, 1189 (s, SO2 Valenz.), 1097 (s, C-O-C Valenz.),
1014 (m, S=O Valenz), 816 (m, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 362 (0.4) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 363 (34) [M+H]+.
9.2.3 Anilinderivate














2.08 g (15.1mmol) Kaliumcarbonat
und 74.3mg (448Þmol) Kaliumjodid
vorgelegt. Dazu wurde eine Lösung
aus 1.60mL (14.6mmol) frisch
destilliertem N-Methylanilin (41),
1.98mL (14.9mmol) 6-Chlorhexanol
(40) und 10.0mL Buthanol gegeben. Nach 4 d Rühren bei 120 °C wurde auf Raumtemp.
abgekühlt, die Reaktionslösung filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Der
Rückstand wurde säulenchromatographisch an Kieselgel (Cyclohexan:Essigsäureethyl-
ester, 1:1, Rf =0.35) aufgereinigt. Nach dem Entfernen des Lösungsmittels i. Vak.
wurde eine farblose Flüssigkeit erhalten.
Ausbeute: 1.02 g (4.94mmol, 33%) Lit.:[453] 65%
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ= 7.23 (dd, 3J2´-3´=8.7Hz, 3J3´-4´=7.3Hz,
2H, H-3´), 6.77-6.64 (m, 3H, H-2´, H-4´), 3.64 (t, 3J1-2=6.6Hz, 2H, H-1), 3.31 (t,
3J5-6= 7.5Hz, 2H, H-6), 2.92 (s, 3H, CH3 ), 1.64-1.53 (m, 4H, H-2, H-5), 1.45-1.31 (m,
4H, H-3, H-4), 1.26 (s, 1H, OH) ppm.
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13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ= 149.4 (Cq, C -1´), 129.2 (Ct, C -3´), 115.9 (Ct,
C -4´), 12.2 (Ct, C -2´), 62.9 (Cs, C -1), 52.8 (Cs, C -6), 38.3 (Cp, CH3), 32.8 (Cs, C -2),
27.0 (Cs, C -4), 26.9 (Cs, C -5), 25.7 (Cs, C -3) ppm.
MS(EI): m/z (%) = 207.1 (19) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 208 (100) [M+H]+, 207 (37) [M]+.















2.29 g (16.6mmol) Kaliumcarbonat
und 57.7mg (348Þmol) Kaliumjodid
vorgelegt. Dazu wurde eine Lösung




12.0mL Buthanol gegeben. Nach 3 d Rühren bei 145 °C wurde nach dem Abkühlen auf
Raumtemp. die Reaktionslösung filtriert. Im Anschluss wurde das Lösungsmittel i. Vak.
entfernt und der Rückstand wurde durch fraktionierende Destillation (p= 0.2mbar, T=
150 °C) aufgereinigt. Es wurde ein klare Flüssigkeit erhalten.
Ausbeute: 957mg (4.00mmol, 30%) Lit.:[457] 63%
Variante 2
Zu einer Lösung aus 6.47 g (21.3mmol) Tri(ethylenglycol)monotosylat (45), 6.90mL
(63.8mmol) frisch destilliertem N-Methylanilin (41) und 32.0mL Acetonitril wurden
354mg (2.13mmol) Kaliumjodid gegeben. Die Reaktionslösung wurde für 10min auf
170 °C in der Mikrowelle erhitzt. Nach dem Abkühlen auf Raumtemp. wurden 250mL
Dichlormethan hinzugegeben und jeweils dreimal mit 250mL ges. Natriumhydrogen-
carbonatlösung und ges. Natriumchloridlösung gewaschen. Die vereinigten org. Phasen
wurden über Magnesiumsulfat getrocknet und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Der
Rückstand wurde säulenchromatographisch an Kieselgel (1. Dichlormethan Rf =0.02,
2. Dichlormehan:Methanol 21:1 Rf =0.56, Isolera) aufgereinigt und das Lösungsmittel
i. Vak. entfernt. Es wurde ein farblose Flüssigkeit erhalten.
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Ausbeute: 3.93 g (16.4mmol, 77%)
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ= 7.25-7.20 (m, 2H, H-3´), 6.76-6.66 (m, 3H,
H-2´, H-4´), 3.76-3.70 (m, 2H, H-10), 3.70-3.57 (m, 8H, H-4, H-6, H-7, H-9),
3.57-3.50 (m, 2H, H-3), 2.98 (s, 3H,CH3 ), 2.33 (s, 1H, OH) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ= 149.2 (Cq, C -1´), 129.2 (Ct, C -3´), 116.3 (Ct,
C -4´), 112.1 (Ct, C -2´), 72.4; 70.7; 70.5; 68.6 (Cs, C -4, C -6, C -7, C -9), 61.8 (Cs,
C -10), 52.3 (Cs, C -3), 38.9 (Cp, CH3) ppm.
MS(EI): m/z (%) = 239 (20) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 240 (100) [M+H]+, 239 (34) [M]+.




















Zu einer Lösung aus 2.00 g (4.58mmol) Hexa(ethylenglycol)monotosylat (46), 1.49mL
(13.7mmol) frisch destilliertem N-Methylanilin (41) und 14.0mL Acetonitril wurden
76.0mg (458µmmol) Kaliumjodid gegeben. Die Reaktionslösung wurde für 10min auf
170 °C in der Mikrowelle erhitzt. Nach dem Abkühlen auf Raumtemp. wurden 90.0mL
Dichlormethan hinzugegeben und jeweils dreimal mit 70.0mL ges. Natriumhydrogen-
carbonatlösung und ges. Natriumchloridlösung gewaschen. Die vereinigten org. Phasen
wurden über Magnesiumsulfat getrocknet und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Der
Rückstand wurde säulenchromatographisch an Kieselgel (1. Dichlormethan Rf =0.01,
2. Dichlormehan:Methanol 21:1 Rf =0.36, Isolera) aufgereinigt und das Lösungsmittel
i. Vak. entfernt. Es wurde ein farblose Flüssigkeit erhalten.
Ausbeute: 1.33 g (3.59mmol, 78%)
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ= 7.25-7.17 (m, 2H, H-3´), 6.77-6.60 (m, 3H,
H-2´, H-4´), 3.74-3.69 (m, 2H, H-19), 3.68-3.57 (m, 20H, H-4, H-6, H-7, H-9, H-10,
H-12, H-13, H-15, H-16, H-18), 3.53 (t, 3J3-4=6.2Hz, 2H, H-3), 2.97 (s, 3H, CH3 ),
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2.14 (s, 1H, OH ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ= 149.2 (Cq, C -1´), 129.1 (Ct, C -3´), 116.2 (Ct,
C -4´), 112.1 (Ct, C -2´), 72.6; 70.6; 70.6; 70.6; 70.6; 70.6; 70.5; 70.5; 70.3; 68.5 (Cs,
C -4, C -6, C -7, C -9, C -10, C -12, C -13, C -15, C -16, C -18), 61.7 (Cs, C -19), 52.3 (Cs,
C -3), 38.9 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3449 (wb, O-H Valenz), 3028 (w, arom. C-H Valenz.),
2869 (m, aliph. C-H), 1599, 1506 (m, arom. Ring.), 1451, 1349 (m, aliph. C-H De-
form.), 1282 (w, C-N Valenz.), 1098 (s, C-O-C Valenz), 748, 693 (s, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 371 (9) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 372 (100) [M+H]+, 371 (25) [M]+.












Zu 2.11 g (6.67mmol) Tri(ethylen-
glycol)methylethertosylat (3) und
1.83mL (20.0mmol) Anilin (54) wur-
den 16.0mL Acetonitril und 111mg
(667µmol) Kaliumjodid gegeben. Die
Reaktionslösung wurde für 10min auf
170 °C in der Mikrowelle erhitzt. Nach
dem Abkühlen auf Raumtemp. wurden 160mL Dichlormethan hinzugegeben und jeweils
dreimal mit 160mL ges. Natriumhydrogencarbonatlösung und ges. Natriumchloridlösung
gewaschen. Die vereinigten org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet und
das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Der Rückstand wurde säulenchromatographisch
an Kieselgel (1. Dichlormethan, 2. Dichlormehan:Methanol 21:1) aufgereinigt und das
Lösungsmittel i. Vak. entfert. Es wurde eine blass rote Flüssigkeit erhalten.
Ausbeute: 1.50 g (6.27mmol, 94%)
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 7.22-7.13 (m, 2H, H-3´), 6.81-6.59 (m,
3H, H-2´, H-4´), 3.78-3.70 (m, 2H, H-2), 3.69-3.61 (m, 7H, H-4, H-5, H-7, NH),
3.59-3.53 (m, 2H, H-8), 3.38 (s, 3H, CH3 ), 3.31 (t, 3J1-2=5.3Hz, 2H, H-1) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 148.1 (Cq, C -1´), 129.4 (Ct, C -3´), 118.0 (Ct,
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C -4´), 113.5 (Ct, C -2´), 72.1 (Cs, C -8), 70.8; 70.7; 70.4 (Cs, C -4, C -5, C -7), 69.6 (Cs,
C -2), 59.2 (Cp, CH3), 43.9 (Cs, C -1) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3368 (w, N-H Valenz), 3025 (w, arom. C-H Valenz.),
2873 (m, aliph. C-H), 1602, 1503 (m, arom. Ring.), 1458, 1351, 1321 (w, aliph. C-H
Deform.), 1282 (w, C-N Valenz.), 1099 (s, C-O-C Valenz), 1027 (m, S=O Valenz.), 748,
693 (s, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 239 (14) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 240 (100) [M+H]+.














Zu 1.50 g (4.13mmol) Tetra(ethyl-
englycol)methylethertosylat (51) und
1.13mL (12.5mmol) Anilin (54) wur-
den 10.5mL Acetonitril und 69.0mg
(414µmmol) Kaliumjodid gegeben.
Die Reaktionslösung wurde für 10min
auf 170 °C in der Mikrowelle erhitzt.
Nach dem Abkühlen auf Raumtemp. wurden 90mL Dichlormethan hinzugegeben und
jeweils dreimal mit 90mL ges. Natriumhydrogencarbonatlösung und ges. Natriumchlorid-
lösung gewaschen. Die vereinigten org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet
und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Der Rückstand wurde säulenchromatographisch
an Kieselgel (1. Dichlormethan, 2. Dichlormehan:Methanol 21:1) aufgereinigt und das
Lösungsmittel i. Vak. entfert. Es wurde eine blass rote Flüssigkeit erhalten.
Ausbeute: 1.14 g (4.03mmol, 98%)
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 7.23-7.11 (m, 2H, H-3´), 6.79-6.61 (m,
3H, H-2´, H-4´), 3.71 (t, 3J1-2 = 5.2 Hz, 2H, H-2), 3.69-3.60 (m, 11H, H-4, H-5,
H-7, H-8, H-10, NH), 3.38 (s, 3H, CH3 ), 3.31 (t, 3J1-2 = 5.2 Hz, 2H, H-1) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 148.4 (Cq, C -1´), 129.3 (Ct, C -3´), 117.6 (Ct,
C -4´), 113.24 (Ct, C -2´), 72.1 (Cs, C -11), 70.8; 70.8; 70.7; 70.6; 70.4 (Cs, C -4, C -5,
C -7, C -8, C -10), 69.7 (Cs, C -2), 59.14 (Cp, CH3), 43.7 (Cs, C -1) ppm.
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IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3363 (w, N-H Valenz), 3025 (w, arom. C-H Valenz.),
2872 (m, aliph. C-H), 1602, 1501 (m, arom. Ring.), 1459, 1349, 1322 (w, aliph. C-H
Deform.), 1282 (m, C-N Valenz.), 1097 (s, C-O-C Valenz), 1027 (m, S=O Valenz.), 748,
693 (s, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 283 (8) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 284 (100) [M+H]+.











Zu einer Lösung bestehend aus 12.0 g
(65.9mmol) 5-Amino-2-nitrobenzoe-
säure (79) in 36.0mL (616mmol)
Ethanol wurden 8.40mL konz.
Schwefelsäure hinzugegeben und die
Reaktionslösung für 6.5 h unter Rück-
fluss erhitzt. Nach dem Abkühlen auf
Raumtemp. wurde die Lösung mit 25% Ammoniaklösung neutralisiert, mit 300mL ges.
Natriumchloridlösung versetzt und viermal mit 200mL Essigsäureethylester extrahiert.
Die vereinigten org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet und nach dem
Entfernen des Lösungsmittels i. Vak wurde ein brauner Feststoff erhalten.
Ausbeute: 11.0 g (52.5mmol, 80%)
Schmelzpunkt: 160 °C Lit.:[499] 107.5 °Ca
aAnderes Herstellungsverfahren.
1H-NMR (500 MHz, CD3OD): δ = 7.91 (d, 3J3-4 = 9.1 Hz, 1H, H-3), 6.68 (dd,
3J3-4 = 9.1 Hz, 4J4-6 = 2.2 Hz, 1H, H-4), 6.61 (d, 4J4-6 = 2.2 Hz, 1H, H-6), 4.34 (q,
3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 2H, CH2 ), 1.34 (t, 3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 3H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CD3OD): δ = 169.3 (Cq, C−O ), 156.1 (Cq, C -5),
135.4 (Cq, C -2), 134.2 (Cq, C -1), 128.3 (Ct, C -3), 114.4 (Ct, C -4), 112.9 (Ct, C -6),
63.15 (Cs, CH2), 14.2 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3384 (m, N-H Valenz), 1723 (m, C=O Valenz.), 1621 (m,
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arom C=C Valenz), 1586 (m, N-H Deform.), 1516 (m, NO2 Valenz.), 1504, 1487 (m,
arom. Ring.), 1470 (w, CH2 Deform.), 1450, 1371 (m, CH3 Deform.), 1310 (s, OC-O-C
Valenz.), 1255 (s, NO2 Valenz.), 825 (s, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 210 (100) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 211 (100) [M+H]+, 210 (34) [M]+.












Unter Stickstoffatmosphäre und Küh-
lung durch ein Eiswassserkältebad
wurden 2.18mg (90.8mmol) Natri-
umhyrid (w/w 60% in Mineralöl)
vorgelegt und 10.0 g (60.5mmol)
2-(N-Ethylanilino)ethanol (83) gelöst
in 46.0mL trockenem Tetrahydro-
furan hinzugegeben und für 30min gerührt. Nach der Zugabe von 9.8mL (88.0mmol)
Propargylbromid (14) (w/w 80% in Toluol) wurde die Reaktionslösung für weitere
2 h im Kältebad gerührt. Nach weiteren 24 h Rühren bei Raumtemp. wurden 130mL
Wasser hinzugegeben und dreimal mit 150mL Dichlormethan extrahiert. Die vereinigten
org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet, das Lösungsmittel i. Vak.
entfernt und der Rückstand wurde säulenchromatographisch an Kieselgel (Dichlormetan
Rf =0.77) aufgereinigt. Es wurde ein farblose Flüssigkeit erhalten.
Ausbeute: 9.28 g (45.7mmol, 76%)
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 7.25-7.19 (m, 2H, H-3´), 6.71 (d, 3J2´-3´ = 8.1 Hz,
2H, H-2´), 6.67 (t, 3J3´-4´ = 7.2 Hz, 1H, H-4´), 4.17 (d, 4J3-5 = 2.4 Hz, 2H, H-3),
3.70 (t, 3J1-2 = 6.4 Hz, 2H, H-2), 3.53 (t, 3J1-2 = 6.4 Hz, 2H, H-1), 3.43 (q,
3JCH2 -CH3 = 7.0 Hz, 2H, CH2 ), 2.43 (t, 4J3-5 = 2.4 Hz, 1H, H-5 ), 1.17 (t,
3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 3H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 147.7 (Cq, C -1´), 129.3 (Ct, C -3´), 115.8 (Ct,
C -4´), 111.9 (Ct, C -2´), 79.7 (Cq, C -4), 74.5 (Ct, C -5), 67.7 (Cs, C -2), 58.5 (Ct,
C -3), 49.9 (Ct, C -1), 45.4 (Cs, CH2), 12.1 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3285(m, C≡H Valenz.), 2969, 2868(m, aliph. C-H), 2117(w,
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C≡C Valenz.), 1597, 1504(s, arom. Ring.), 1391, 1352(m, aliph. C-H Deform.), 1193(m,
C-N Valenz.), 1098(s, C-O-C Valenz.), 745, 692(s, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 203 (11) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 204 (100) [M+H]+, 203 (20) [M]+.
9.2.4 Azobenzole mit hydrophiler oder hydrophoper Kopfgruppe










In einem Eiswasserkältebad wurden
2.17 g (12.3mmol) 4-(Trifluormeth-
oxy)anilin (18) in 6.80mL halbkonz.
Schwefelsäure auf 0 °C herunter-
gekühlt. Eine Lösung bestehend
aus 6.80mL Wasser und 1.18 g
(17.1mmol) Natriumnitrit (22)
wurde hinzugegeben, sodass die Reaktionstemp. unter 5 °C lag. Nach beendeter Zugabe
wurde für weitere 10min im Kältebad gerührt und im Anschluss 1.23 g (13.1mmol)
Phenol (19), 491mg (12.3mmol) Natriumhydroxid und 7.67 g (72.4mmol) Natrium-
carbonat gelöst in 44.3mL Wasser zugegeben, sodass die Reaktionstemp. weiter unter
5 °C lag. Darauffolgend wurde das Kältebad entfernt und die Lösung für 1 h bei Raum-
temp. gerührt. Dannach wurden 5.00 g (85.6mmol) Natriumchlorid hinzugegeben, für
weitere 10min gerührt, der ausgefallene Feststoff abfiltriert und mit Wasser gewaschen.
Das Rohprodukt wurde aus n-Hexan umkristallisiert. Es wurde ein gelber Feststoff
erhalten.




1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 7.86-7.90 (m, 4H, H-2, H-2´), 7.33 (d,
3J2-3 = 8.4 Hz, 2H, H-3), 6.95 (d, 3J2´-3´ = 8.7 Hz, 2H, H-3´), 5.29 (s, 1H, OH) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 158.5 (Cq, C -4´), 150.9 (Cq, C -1), 150.5 (Cq,
C -4), 147.0 (Cq, C -1´), 125.2 (Ct, C -2´), 121.3 (Ct, C -3), 120.4 (Cq, 1JCF3-F = 8.7 Hz,
CF3), 115.9 (Ct, C -3´) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3387 (b, O-H Valenz.), 3059 (w, arom. C-H Valenz.),
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1591, 1495 (m, arom. Ring.), 1197 (s, arom. C-O Valenz), 864, 841 (s, arom. C-H
Deform.), 548 (s, aliph. C-F).
MS(EI): m/z (%) = 282 (100) [M]+, 161 (36) [M-C6H5OCF3]+.
MS(CI): m/z (%) = 283 (100) [M+H]+, 282 (13) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C13H9F3N2O2)= 282.06 gmol−1
ber.(%) C 55.33, H 3.21, N 9.93; gef.(%) C 55.95, H 3.02, N 9.99.














den 1.00 g (3.55mmol) 4-((4-
(Trifluormethoxy)phenyl)azo)phenol
(17) und 735mg (5.32mmol) Ka-
liumcarbonat in 10.0mL trockenem
N,N-Dimethylformamid gelöst. Nach
der Zugabe von 500ÞL (4.25mmol) Propargylbromid (14) (w/w 80% in Toluol) wurde
die Reaktionslösung für 24 h auf 80 °C erhitzt. Die Reaktionslösung wurde auf Raum-
temp. abgekühlt, 50.0mL Essigsäureethylester hinzugegeben und die Reaktionslösung
mit 10.0mL Wasser gewaschen. Im Anschluss wurde die wäs. Phase dreimal mit 25.0mL
Essigsäureethylester, die vereinigten org. Phasen mit 30.0ml ges. Natriumchloridlösung
gewaschen und über Natriumsulfat getrocknet. Nach dem Entfernen des Lösungsmittels
i. Vak. wurde ein orangfarbener Feststoff erhalten.
Ausbeute: 1.09 g (3.42mmol, 96%)
Schmelzpunkt: 99 °C
1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ = 7.95-7.90 (m, 4H, H-2, H-2´), 7.34 (d,
3J2´-3´ = 8.3 Hz, 2H, H-3´), 7.10 (d, 3J2-3 = 9.0 Hz, 2H, H-3), 4.78 (d,
4J5-7 = 2.4 Hz, 2H, H-5), 2.57 (t, 4J5-7 = 2.4 Hz, 1H, H-7) ppm.
13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ = 160.1 (Cq, C -4), 150.9 (Cq, C -4´), 150.5 (Cq, C -
1´), 147.3 (Cq, C -1), 124.8 (Ct, C -2´), 124.0 (Ct, C -2), 121.5 (Cd, 1JCF3-F = 579.9 Hz,




IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3279 (m, ≡C-H Valenz.), 2133 (w, C≡C Valenz.), 1666 (w,
arom. C=C Valenz), 1596, 1494 (m, arom. Ring.), 1454 (w, CH2 Deform.) 1203, 1165 (s,
C-O-C Valenz.), 841, 811 (s, arom. C-H Deform.), 552 (s, aliph. C-F Valenz.).
MS(EI): m/z (%) = 320 (97) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 321 (100) [M+H]+, 320 (15). [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C16H11F3N2O2)= 320.08 gmol−1
ber.(%) C 60.00, H 3.46, N 8.75; gef.(%) C 59.8, H 3.60, N 8.65.
UV-Vis (CH3CN): ê(Ý max 343 nm) = 21289.4 Lmol−1 cm−1.













Kühlung auf -30 °C mit einem Ace-
tontrockeneiskältebad wurden 2.63 g
(22.5mmol) Nitrosonium-tetrafluoro-
borat (23) in 60.0mL trockenem
Acetonitril gelöst. Es wurden 3.17 g
(17.3mmol) Pentafluoranilin (21) in
10mL Acetonitril gelöst und über einen Zeitraum von 30min hinzugetropft, sodass
die Reaktionstemp. nicht über -30 °C stieg. Nach beendeter Zugabe wurde für 1 h bei
dieser Temp. gerührt. Im Anschluss wurde 6.52 g (69.3mmol) Phenol (19), gelöst in
10.0mL Acetonitril, innerhalb von 5min hinzugegeben. Nach weiteren 30min wurde
das Kältebad entfernt und für 16 h bei Raumtemp. gerührt. Die Reaktionslösung
wurde viermal mit 135mL Dichlormethan extrahiert und die vereinigten org. Phasen
über Magnesiumsulfat getrocknet. Das Rohprodukt wurde aus 2.00mL eines Ethanol-
Wassergemisch (Ethanol:Wasser, v:v; 1:1) umkristallisiert und der ausgefallene Feststoff
mit 300mL Wasser gewaschen. Es wurde ein ockerfarbener Feststoff erhalten.
Ausbeute: 4.90 g (17.0mmol, 98%)
Schmelzpunkt: 140 °C
Lit.:[434] 40%
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 7.93-7.85 (m, 2H, H-2), 7.00-6.63 (m,
2H, H-3), 5.60 (s, 1H, OH) ppm.
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13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 160.0 (Cq, C -4), 147.7 (Cq, C -1), 125.8 (Ct,
C -2), 116.1 (Ct, C -3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3586, 3422 (w, O-H Valenz.), 1644 (w, arom. C=C Va-
lenz.), 1588, 1509 (m, arom. Ring.), 1228 (m, arom. C-O Valenz.), 1210 (m, arom. C-F
Valenz.), 842, 818 (m, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 288 (100) [M]+, 287.0 (3) [M-H]+.
MS(CI): m/z (%) = 289 (100) [M+H]+, 288 (25) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C12H5F5N2O)= 288.03 gmol−1
ber.(%) C 50.01, H 1.75, N 9.72; gef.(%) C 49.67, H 1.91, N 9.29.

















bonat und 745mg (2.59mmol)
4-(2-(2,3,4,5,6-Pentafluorphenyl)-
diazenyl)phenol (20) in 7.00mL
trockenem N,N-Dimethylformamid
gelöst. Anschließend wurden 333ÞL
(3.10mmol) Propargylbromid (14) (w/w 80% in Toluol) zugegeben und die Reaktions-
lösung für 24 h auf 80 °C erhitzt. Nach dem Abkühlen auf Raumtemp. wurden 35.0mL
Essigsäureethylester hinzugegeben und die Reaktionslösung mit 7.00mL Wasser gewa-
schen. Im Anschluss wurde die wäs. Phase dreimal mit 18.0mL Essigsäureethylester und
die vereinigten org. Phasen mit 21.0ml ges. Natriumchloridlösung gewaschen und über
Magnesiumsulfat getrocknet. Nach dem Entfernen des Lösungsmittels i. Vak. wurde ein
ockerfarbener Feststoff erhalten.
Ausbeute: 801mg (2.45mmol, 95%)
Schmelzpunkt: 108 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 7.97-7.93 (m, 2H, H-2), 7.13-7.09 (m,
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2H, H-3), 4.80 (d, 4J5-7 = 2.4 Hz, 2H, H-5), 2.58 (t, 4J5-7 = 2.4 Hz, 2H, H-7) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 161.4 (Cq, C -4), 148.0 (Cq, C -1), 125.4 (Ct,
C -2), 115.3 (Ct, C -3), 77.7 (Cq, C -6), 76.3 (Ct, C -7), 56.1 (Cs, C -5) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3293 (w, ≡C-H), 1644 (w, arom. C=C Valenz.), 1601,
1580 (m, arom. Ring.), 1447 (m, CH2 Deform.), 1298, 1242 (s, C-O-C Valenz.), 1146 (s,
arom. C-F Valenz.), 845, 823 (s, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 326 (84) [M]+, 131 (100) [M-N2C6F5]+.
MS(CI): m/z (%) = 327 (100) [M+H]+, 326 (18) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C15H7F5N2O)= 326.05 gmol−1
ber.(%) C 55.23, H 2.16, N 8.59; gef.(%) C 56.1, H 0.013, N 8.36.






























(w/w 60% in Mineralöl) vorgelegt und
eine Lösung aus 432mg (1.35mmol)
acetalgeschütztes Triglycerol 12
und 400mg (1.23mmol) 1-(4-
(Propargyloxy)phenyl)-2-(2,3,4,5,6-
pentafluorphenyl)diazen (24) in
30.0mL Tetrahydrofuran hinzugegeben. Nach 4 d Rühren bei Raumtemp. wurde die
Reaktionslösung mit 85.0mL Wasser versetzt, jeweils dreimal mit 200mL Dichlor-
methan und 300mL Diethylether extrahiert. Die vereinigten org. Phasen wurden über
Magnesiumsulfat getrocknet und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Der Rückstand
wurde säulenchromatographisch an Kieselgel (1. Chloroform Rf =0.07, 2. Diethylether
Rf =0.81) aufgereinigt und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Es wurde ein ockerfar-
benes Öl erhalten.
Ausbeute: 496mg (792Þmol, 64%)
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1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 7.97-7.89 (m, 2H, H-2), 7.14-7.07 (m,
2H, H-3), 4.79 (d, 4J5-7 = 2.4 Hz, 2H, H-5), 4.65-4.56 (m, 1H, H-5´), 4.28-4.16 (m,
2H, H-8´), 4.10-3.98 (m, 2H, H-9´), 3.91-3.77 (m, 4H, H-6´), 3.74-3.65 (m, 2H,
H-9´), 3.64-3.47 (m, 4H, H-7´), 2.57 (t, 4J5-7 = 2.4 Hz, 1H, H-7), 1.44-138 (m, 6H,
CH3 ), 1.37-1.31 (m, 6H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 161.2 (Cq, C -4), 148.3 (Cq, C -1), 125.3 (Ct,
C -2), 115.4 (Ct, C -3), 109.6 (Cq, C(CH3)2), 83.2 (Ct, C -5´), 77.9 (Cq, C -6), 76.4 (Ct,
C -7), 74.7 (Ct, C -8´), 72.8 (Cs, C -7´), 71.4 (Cs, C -6´), 66.7 (Cs, C -9´), 56.2 (Cs,
C -5), 26.9; 25.5 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3294 (w, ≡C-H), 2986, 2935, 2875 (w, aliph. C-H Va-
lenz.), 2122 (w, C≡C Valenz.) 1640 (w, arom. C=C Valenz.), 1598, 1418 (m, arom.
Ring.), 1491 (s, CH2 Deform.), 1221, 1249, 1018 (s, C-O-C Valenz.), 838 (s, arom. C-H
Deform.), 517 (m, arom. C-F Valenz.).
MS(MALDI-TOF): m/z (%) = 649 [M+Na]+, 627 [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C30H34F4N2O8)= 626.23 gmol−1
























Es wurden 254mg (405mmol) des
acetal-geschützten Azobenzols 29
in einem Lösungsmittelgemisch,
bestehend aus jeweils 5.00mL konz.
Essigsäure, Wasser und Methanol, für
4 d unter Rühren auf 40 °C erhitzt.
Darauf folgend wurden 75.0mL Was-
ser hinzugegeben und viermal mit
150mL Diethylether extrahiert. Die vereinigten org. Phasen wurden über Magnesium-
sulfat getrocknet und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Es wurde ein ockerfarbener
viskoser Feststoff erhalten.
Ausbeute: 216mg (396Þmol, 98%)
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1H-NMR (500 MHz, (CD3)2CO): δ = 8.07-7.86 (m, 2H, H-2), 7.31-7.17 (m, 2H,
H-3), 4.96 (d, 4J5-7 = 2.4 Hz, 2H, H-5), 4.80-4.41 (m, 1H, H-5´), 3.90-3.39 (m, 14H,
H-6´, H-7´, H-8´, H-9´), 3.17 (t, 4J5-7 = 2.4 Hz, 1H, H-7) ppm.
13C-NMR (126 MHz, (CD3)2CO): δ = 162.5 (Cq, C -4), 149.0 (Cq, C -1),
125.9 (Ct, C -2), 116.6 (Ct, C -3), 84.4 (Ct, C -5´), 79.2 (Cq, C -6), 77.8 (Ct, C -7),
74.1 (Cs, C -7´), 72.0 (Cs, C -6´), 71.9 (Ct, C -8´), 64.4 (Cs, C -9´), 56.9 (Cs, C -5)
ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3303 (wb, O-H Valenz.), 2873 (w, aliph. C-H Valenz.),
2161 (w, C≡C Valenz.), 1640 (w, arom. C=C Valenz.), 1597 (m, arom. Ring.), 1502 (s,
CH2 Deform.), 1244, 1013 (s, C-O-C Valenz.), 838 (s, arom. C-H Deform.), 599 (m,
arom. C-F Valenz.).
MS(MALDI-TOF): m/z (%) = 569 [M+Na]+, 547 [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C24H26F4N2O8)= 546.16 gmol−1
ber.(%) C 52.75, H 4.80, N 5.13; gef.(%) C 51.46, H 4.72, N 4.96.






























ol (25) und 50.7mg (1.26mmol)
Natriumhyrid (w/w 60% in Mine-
ralöl) in 10.0mL Tetrahydrofuran gelöst. Nach 5 d Rühren bei Raumtemp. wurde
die Reaktionslösung mit 30.0mL Wasser versetzt, mit Diethylether extrahiert, die
vereinigten org. Phasen über Magnesiumsulfat getrocknet und das Lösungsmittel i.
Vak. entfernt. Nach dem Umkristalisieren aus Dichlormethan wurde ein gelber Feststoff
erhalten.
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Ausbeute: 98.0mg (162µmol, 18%)
Schmelzpunkt: 85 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.01-7.88 (m, 2H, H-2), 7.20-7.06 (m,
2H, H-3), 4.90 (d, 4J5-7 = 2.4 Hz, 2H, H-5), 4.72 (t, 3J5´-F = 12.9 Hz, 2H, H-5´),
2.58 (t, 4J5-7 = 2.4 Hz, 1H, H-7) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 161.3 (Cq, C -4), 148.0 (Cq, C -1), 125.3 (Ct, C -
2), 115.3 (Ct, C -3), 77.7 (Cq, C -6), 76.2 (Ct, C -7), 70.0 (Cs, C -5´), 56.1 (Cs, C -5) ppm.
19F-NMR (471 MHz, CDCl3): δ = -80.76; -80.77; -80.79 (CF3 ), -120.64; -
122.91; -123.33; -126.17 (CF2 ), -151.09; -151.13; -157.16; -157.20 (CF) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3275 (w, ≡C-H), 2134 (w, C≡C Valenz.), 1597, 1450 (m,
arom. Ring.), 1490 (s, CH2 Deform.), 1366 (w, aliph. C-F Valenz.), 1197, 1139 (s,
C-O-C Valenz.), 1155 (s, arom. C-F Valenz.), 718 (s, arom. C-H Deform.).
MS(MALDI-TOF): m/z (%) = 607 [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C21H9F15N2O2)= 606.04 gmol−1
ber.(%) C 41.60, H 1.50, N 4.62; gef.(%) C 41.10, H 1.47, N 4.62.




































ol (26) und 48.0mg (1.20mmol)
Natriumhyrid (w/w 60% in Mine-
ralöl) in 10.0mL Tetrahydrofuran
gelöst. Nach 5 d Rühren bei Raumtemp. wurde die Reaktionslösung mit 30.0mL Wasser
versetzt, der ausgefallene Feststoff abfiltriert und aus Methanol umkristalisiert. Es wurde
eine gelber Feststoff erhalten.
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Ausbeute: 331mg (411µmol, 45%)
Schmelzpunkt: 95 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.05-7.82 (m, 2H, H-2), 7.21-7.07 (m,
2H, H-3), 4.80 (d, 4J5-7 = 2.4 Hz, 2H, H-5), 4.72 (t, 3J5´-F = 12.3 Hz, 2H, H-5´),
2.57 (t, 4J5-7 = 2.4 Hz, 1H, H-7) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 161.5 (Cq, C -4), 148.2 (Cq, C -1), 125.5 (Ct, C -
2), 115.5 (Ct, C -3), 77.8 (Cq, C -6), 76.4 (Ct, C -7), 70.7 (Cs, C -5´), 56.2 (Cs, C -5) ppm.
19F-NMR (471 MHz, CDCl3): δ = -80.81; -80.83; -80.85 (CF3 ), -120.45; -
120.63; -121.87; -121.81; -121.91; -122.74; -123.14; -126.16 (CF2 ), -151.14; -151.17;
-157.22; -157.22 (CF) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3279 (w, ≡C-H), 1598, 1451 (m, arom. Ring.), 1492 (s,
CH2 Deform.), 1340 (w, aliph. C-F Valenz.), 1199, 1149 (s, C-O-C Valenz.), 1059 (m,
arom. C-F Valenz.), 835 (s, arom. C-H Deform.).
MS(MALDI-TOF): m/z (%) = 807 [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C25H9F23N2O2)= 806.03 gmol−1
ber.(%) C 37.24, H 1.13, N 3.47; gef.(%) C 35.45, H 1.04, N 3.24.
UV-Vis (CH3CN): ê(Ý max 344 nm) = 14527.8 Lmol−1 cm−1.
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9.2.5 Azobenzole für RGD Monolayer











Es wurden 10.0 g (60.5mmol) 4-
Aminobenzoesäureethylester (70)
gelöst in 90.0mL verd. Salzsäure
(v:v, konz. HCl:H2O, 1:3) vorgelegt
und auf 0 °C mit einem Eiswasserkäl-
tebad heruntergekühlt. Eine Lösung
bestehend aus 36.0mL Wasser und
5.00 g (72.5mmol) Natriumnitrit (22) wurde innerhalb von 30min hinzugegeben,
sodass die Reaktionstemp. unter 5 °C blieb. Nach beendeter Zugabe wurde für weitere
30min im Kältebad gerührt und im Anschluss 6.84 g (72.5mmol) Phenol (19) gelöst in
15.0mL Wasser zugegeben, sodass die Reaktionstemp. unter 5 °C lag. Nach 1 h Rühren
im Kältebad wurde die Reaktionslösung auf einen pH-Wert von 8 mit 100mL ges.
Natriumhydrogencarbonatlösung eingestellt, der ausgefallene Feststoff abfiltriert und
mit Wasser gewaschen. Das Rohprodukt wurde aus 45.0mL Ethanol umkristallisiert und
der erhaltene rote Feststoff mit Wasser gewaschen.




1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ = 8.18 (d, 3J2´-3´ = 8.4 Hz, 2H, H-3´),
7.96-7.85 (m, 4H, H-2, H-2´), 6.98 (d, 3J2-3 = 8.7 Hz, 2H, H-3), 5.91 (s, 1H, OH),
4.43 (q, 3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 2H, CH2 ), 1.43 (t, 3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 3H, CH3 )
ppm.
13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ = 166.5 (Cq, C−O ), 159.3 (Cq, C -4),
155.3 (Cq, C -1´), 147.0 (Cq, C -1), 130.8 (Cq, C -4´), 130.6 (Ct, C -3´), 125.5 (Ct,
C -2), 122.3 (Ct, C -2´), 116.0 (Ct, C -3), 61.4 (Cs, CH2), 14.3 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3378 (bm, O-H Valenz.), 2978 (w, aliph. C-H Valenz.),
1694 (m, C=O valenz.), 1590, 1505 (m, arom. Ring), 1429 (m, CH2 Deform.), 1402,
1369 (m, CH3 Deform.), 1276 (s, OC-O-C Valenz.), 1224 (s, arom. C-OH Valenz.),
860, 845 (s, arom. C-H Deform).
MS(EI): m/z (%) = 270 (65) [M]+.
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MS(CI): m/z (%) = 271 (100) [M+H]+, 270 (2) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C15H14N2O3)= 270.10 gmol−1















5.00 g (18.5mmol) Ethylester-4-(2-
(4-hydroxyphenyl)diazenyl)benzoe-
säure (71) und 3.83 g (27.7mmol)
Kaliumcarbonat in 24.0mL tro-
ckenem N,N-Dimethylformamid ge-
löst. Es wurden 2.40mL (22.2mmol)
Propargylbromid (14) (w/w 80% in Toluol) hinzugegeben und die Reaktionslösung
für 21 h auf 80 °C erhitzt. Nach dem Abkühlen auf Raumtemp. wurden 120mL Essig-
säureethylester hinzugegeben und die Reaktionslösung mit 48mL Wasser gewaschen.
Im Anschluss wurde die wäs. Phase dreimal mit 80.0mL Essigsäureethylester und die
vereinigten org. Phasen mit 80.0ml ges. Natriumchloridlösung gewaschen. Nach dem
Trocknen über Natriumsulfat und dem Entfernen des Lösungsmittels i. Vak. wurde ein
orangefarbener Feststoff erhalten.
Ausbeute: 5.75 g (18.5mmol, quant.)
Schmelzpunkt: 106 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.17 (d, 3J2´-3´ = 8.8 Hz, 2H, H-3´), 7.95 (d,
3J2-3 = 9.1 Hz, 2H, H-2), 7.90 (d, 3J2´-3´ = 8.8 Hz, 2H, H-2´), 7.10 (d, 3J2-3 = 9.1 Hz,
2H, H-3), 4.78 (d, 4J5-7 = 2.4 Hz, 2H, H-5), 4.41 (q, 3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 2H, CH2 ),
2.57 (t, 4J5-7 = 2.4 Hz, 1H, H-7), 1.42 (t, 3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 3H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 166.1 (C q, C−O), 160.4 (Cq, C -4), 155.2 (Cq,
C -1´), 147.5 (Cq, C -1), 131.7 (Cq, C -4´), 130.5 (Ct, C -3´), 125.0 (Ct, C -2), 122.3 (Ct,
C -2´), 115.2 (Ct, C -3), 77.9 (Cq, C -6), 77.1 (Ct, C -7), 61.2 (Cs, CH2), 56.0 (Cs, C -5),
14.3 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3253 (m, ≡C-H Valenz.), 2989, 2923 (w, aliph. C-H Va-
lenz.), 2128 (w, C≡C Valenz.), 1702 (s, C=O Valenz.), 1671 (m, arom. C=C), 1599,
1498 (m, arom. Ring), 1404, 1372 (m, C-H Deform.), 1271 (s, OC-O-C Valenz), 1097,
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1009 (s, C-O-C Valenz.), 865, 823 (s, arom. C-H Valenz.).
MS(EI): m/z (%) = 308 (71) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 309 (100) [M+H]+, 308 (18) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C18H16N2O3)= 308.12 gmol−1
ber.(%) C 70.12, H 5.23, N 9.09; gef.(%) C 68.96, H 5.19, N 9.06 .










In 33.0ml einer wäs. Acetonitrillösung
(v:v, MeCN:H2O, 3:1) wurden
2.88 g (10.3mmol) Ethylester-
4-(2-(4-(Propargyloxy)phenyl)-
diazenyl)benzoesäure (72) und 6.46 g
(154mmol) Lithiumhydroxid Mono-
hydrat gelöst. Die Lösung wurde für
2 d auf 60 °C erhitzt. Nach dem Abkühlen auf Raumtemp. wurde die Reaktionslösung
mit 20.0mL verd. Salzsäure (v:v, konz. HCl:H2O, 1:2) neutralisiert, der ausgefallene
Feststoff abfiltriert und mit Wasser gewaschen.
Ausbeute: 2.28 g (8.16mmol, 79%)
Schmelzpunkt: > 320 °C
1H-NMR (500 MHz, CD3OD): δ = 8.09 (d, 3J2´-3´ = 8.7 Hz, 2H, H-3´),
7.93 (d, 3J2-3 = 9.1 Hz, 2H, H-2), 7.85 (d, 3J2´-3´ = 8.7 Hz, 2H, H-2´), 7.15 (d,
3J2´-3´ = 9.1 Hz, 2H, H-3´), 4.84 (d, 4J5-7 = 2.4 Hz, 2H, H-5), 3.01 (t, 4J5-7 = 2.4 Hz,
1H, H-7) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CD3OD): δ = 174.1 (Cq, C−O), 161.8 (Cq, C -4),
155.2 (Cq, C -1´), 148.8 (Cq, C -1), 140.5 (Cq, C -4´), 131.2 (Ct, C -3´), 125.7 (Ct,
C -2), 122.9 (Ct, C -2´), 116.4 (Ct, C -3), 79.3 (Cq, C -6), 77.2 (Cq, C -7), 56.9 (Cs,
C -5) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3289 (m, ≡C-H Valenz.), 2962 (w, aliph. C-H Valenz.),
1686 (w, arom. C=C), 1597 (s, C=O Valenz.), 1552, 1498 (m, arom. Ring), 1401,
1236 (m, C-H Deform.), 1104, 1011 (s, C-O-C Valenz.), 840, 793 (s, arom. C-H Valenz.).
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Elementaranalyse: Mw(C16H12N2O3)= 280.08 gmol−1
ber.(%) C 68.56, H 4.32, N 9.99; gef.(%) C 66.94, H 3.87, N 9.85.


















re wurden 3.00 g (10.7mmol)
4-(2-(4-(Propargyloxy)phenyl)-
diazenyl)benzoesäure (73), 1.48 g
(12.9 mmol) N-Hydroxysuccinimidin
(74), 131mg (12.9mmol) 4-(Di-
methylamino)-pyridin (76) und
2.66 g (12.9mmol) N,N’-Dicyclohexylcarbodiimid (75) in einem Eiswasserkältebad in
10.0mL trockenem N,N-Dimethylformamid gelöst. Nach beendeter Zugabe wurde
das Kältebad entfernt und für 16 h bei Raumtemp. gerührt. Im Anschluß wurde das
Lösungsmittel entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch an Kieselgel
(Dichlormethan:Methanol, 19:1, Rf =0.76) aufgereinigt. Die verbliebenen Verunreini-
gungen (Dicyclohexylurea, N,N’-Dicyclohexylcarbodiimid) wurden durch anschließende
Umkristallisation aus Essigsäureethylester abgetrennt. Es wurde ein orangefarbener
Feststoff erhalten.
Ausbeute: 1.84 g (4.89mmol, 46%)
Schmelzpunkt: 171 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.29-8.26 (m, 2H, H-3´), 8.00-7.94 (m,
4H, H-2, H-2´), 7.14-7.09 (m, 2H, H-3), 4.80 (d, 4J5-7 = 2.4 Hz, 2H, H-5), 2.93 (s,
4H, H-6´), 2.58 (t, 4J5-7 = 2.4 Hz, 1H, H-7) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 169.1 (Cq, C -5´), 161.4 (Cq, OC−O ),
160.8 (Cq, C -4), 156.4 (Cq, C -1´), 147.5 (Cq, C -1), 131.7 (Ct, C -3´), 126.0 (Cq,
C -4´), 125.3 (Ct, C -2), 122.8 (Ct, C -2´), 115.3 (Ct, C -3), 77.8 (Cq, C -6), 76.2 (Ct,
C -7), 56.1 (Cs, C -5), 25.7 (Cs, C -6´) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3282 (m, ≡C-H Valenz.), 1765, 1726 (s, (C=O)2N Va-
lenz.), 1597 (m, C=O Valenz.), 1495 (m, arom. Ring), 1455, 1228 (m, C-H Deform.),
1200 (s, C-N Valenz.), 1067, 1018 (s, C-O-C Valenz.), 858, 838 (s, arom. C-H Valenz.).
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MS(EI): m/z (%) = 377 (46) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 378 (40) [M+H]+, 377 (14) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C20H15N3O5)= 377.10 gmol−1
ber.(%) C 63.66, H 4.01, N 11.14; gef.(%) C 64.54, H 4.18, N 11.35.
UV-Vis (CH3CN): ê(Ý max 357 nm) = 26213.5 Lmol−1 cm−1.
9.2.6 Push-Pull-Azobenzole
















In einem Eiswasserkältebad wurden
266mg (1.93mmol) 4-Nitroanilin in
1.00µL halbkonz. Schwefelsäure auf
0 °C herunter gekühlt. Eine Lösung
bestehend aus 1.00mL Wasser und
180mg (2.61mmol) Natriumnitrit
(22) wurde hinzugegeben, sodass die
Reaktionstemp. unter 5 °C lag. Nach
beendeter Zugabe wurde für weitere 10min im Kältebad gerührt. Im Anschluss wurden
332mg (1.60mmol) 6-(Methylphenylamino)-1-hexanol (42), 77.2mg (1.93mmol)
Natriumhydroxid und 1.21 g (11.4mmol) Natriumcarbonat gelöst in 7.00mL Wasser
zugegeben, sodass die Reaktionstemp. weiter unter 5 °C lag. Darauf folgend wurde das
Kältebad entfernt und die Lösung für 1 h bei Raumtemp. gerührt. Der ausgefallene
Feststoff wurde abfiltriert, in 250mL Dichlormethan gelöst und mit 100ml Wasser
gewaschen. Die vereinigten org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet.
Abschließend wurde das Lösungsmittel i. Vak. entfernt und der Rückstand säulenchroma-
tographisch an Kieselgel (Cyclohexan:Essigsäureethylester, 1:1, Rf =0.22) aufgereinigt.
Es wurde ein dunkelroter Feststoff erhalten.
Ausbeute: 207mg (581mmol, 36%)
Schmelzpunkt: 139 °C Lit.:[453] 141-143°C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.32 (d, 3J2´-3´ = 9.0 Hz, 2H, H-3´),
7.90 (m, 4H, H-2, H-2´), 6.74 (d, 3J2-3 = 9.2 Hz, 2H, H-3), 3.66 (t, 3J9-10 = 6.5 Hz,
2H, H-10), 3.45 (t, 3J5-6 = 7.5 Hz, 2H, H-5), 3.09 (s, 3H, CH3 ), 1.63-1.72 (m, 2H,
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H-6), 1.54-1.62 (m, 2H, H-9), 1.34-1.48 (m, 4H, H-7, H-8), 1.29 (s, 1H, OH) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 156.9 (Cq, C -1´), 152.5 (Cq, C -4), 147.3 (Cq,
C -4´), 143.6 (Cq, C -1), 126.2 (Ct, C -2), 124.7 (Ct, C -3´), 122.6 (Ct, C -2´), 111.3 (Ct,
C -3), 62.8 (Cs, C -10), 52.6 (Cs, C -5), 38.70 (Cp, CH3), 32.7 (Cs, C -9), 27.1 (Cs, C -8),
26.9 (Cs, C -6), 25.7 (Cs, C -7) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3403 (wb, O-H Valenz.), 3101 (w, arom. C-H Valenz.),
1599, 1985 (m, arom. Ring.), 1509 (s, NO2 Valenz.) 1467, 1374 (m aliph. C-H Valenz.),
1326 (s, C-N Valenz), 1257 (s, NO2 Valenz.), 1100 (s, C-OH Valenz), 858, 821 (s,
arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 356 (42) [M]+, 269 (100) [M-C5H10OH]+.
UV-Vis (CH3CN): ê(Ý max 488 nm) = 27553.3 Lmol−1 cm−1.














In einem Eiswasserkältebad wurden
3.00 g (12.7mmol) 4-Nitrobenzen-
diazonium-tetrafluoroborat (36),
gelöst in 44.0mL halbkonz. Essig-
säure, auf 0 °C herunter gekühlt.
Eine Lösung bestehend aus 8.00mL
halbkonz. Essigsäure und 1.64mL
(11.5mmol) 2-(Methylphenylamino)ethanol (35) wurde hinzugegeben, sodass die
Reaktionstemp. unter 5 °C lag. Nach beendeter Zugabe wurde für 1 h im Kältebad
gerührt, das Kältebad entfernt und die Lösung für weitere 4 h bei Raumtemp. gerührt.
Die Reaktionslösung wurde mit 75.0mL ges. Natriumcarbonatlösung neutralisiert und
mit Chloroform extrahiert. Die vereinigten org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat
getrocknet und das Rohprodukt aus Chloroform umkristallisiert. Es wurde ein dunkelroter
Feststoff erhalten.
Ausbeute: 3.74 g (12.5mmol, 98%)
Schmelzpunkt: 171 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.33-8.29 (m, 2H, H-3´), 7.95-7.86 (m,
4H, H-2, H-2´), 6.86-6.80 (m, 2H, H-3), 3.91 (t, 3J5-6 = 5.7 Hz, 2H, H-6), 3.66 (t,
3J5-6 = 5.7 Hz, 2H, H-5), 3.17 (s, 3H, CH3 ), 1.67 (s, 1H, OH) ppm.
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13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 156.8 (Cq, C -1), 153.0 (Cq, C -4), 147.6 (Cq,
C -4´), 144.1 (Cq, C -1), 126.3 (Ct, C -2), 124.8 (Ct, C -3´), 122.8 (Ct, C -2´), 111.9 (Ct,
C -3), 60.5 (Cs, C -6), 54.8 (Cs, C -5), 39.5 (Cp,CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3323 (wb, O-H Valenz), 1599 (w, arom. Ring.), 1506 (s,
NO2 Valenz.), 1370 (w, alip. C-H Deform.), 1327 (m, C-N Valenz), 1037 (s, C-OH
Valenz.), 854, 817 (m, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 300 (32) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 301 (100) [M+H]+, 300 (9) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C15H16N4O3)= 300.12 gmol−1.
ber.(%) C 59.99, H 5.37, N 18.66; gef.(%) C 59.50, H 5.23, N 18.41.
UV-Vis (CH3CN): ê(Ý max 482 nm) = 32140.7 Lmol−1 cm−1.




















In einem Eiswasserkältebad wurden
173mg (1.25mmol) 4-Nitroanilin
(31) in 900µL halbkonz. Schwefel-
säure auf 0 °C herunter gekühlt. Eine
Lösung bestehend aus 700µL Wasser
und 116mg (1.69mmol) Natrium-
nitrit (22) wurde hinzugegeben,
sodass die Reaktionstemp. unter 5 °C lag. Nach beendeter Zugabe wurde für weitere
10min im Kältebad gerührt und im Anschluss 309mg (1.25mmol) N-Tri(ethylenglycol)-
N-Methylanilin (47), 50.0mg (1.25mmol) Natriumhydroxid und 768mg (7.52mmol)
Natriumcarbonat gelöst in 4.50mL Wasser zugegeben, sodass die Reaktionstemp. weiter
unter 5 °C lag. Darauf folgend wurde das Kältebad entfernt und die Lösung für 4 h bei
Raumtemp. gerührt. Der ausgefallene Feststoff wurde abfiltriert und mit 150ml Wasser
gewaschen und säulenchromatographisch an Kieselgel (1. Essigsäureethylester:n-Hexan,




Ausbeute: 141mg (363µmol, 30%)
Schmelzpunkt: 130 °C
Variante 2
In einem Eiswasserkältebad wurden 469mg (1.96mmol) 4-Nitrobenzendiazonium-tetra-
fluoroborat (36), gelöst in 7.00mL halbkonz. Essigsäure, auf 0 °C herunter gekühlt.
Eine Lösung bestehend aus 1.30mL halbkonz. Essigsäure und 435mg (1.80mmol)
N-Tri(ethylenglycol)-N-Methylanilin (47) wurde hinzugegeben, sodass die Reaktions-
temp. unter 5 °C lag. Nach beendeter Zugabe wurde für 1 h im Kältebad gerührt,
anschließend das Kältebad entfernt und die Lösung für weitere 4 h bei Raumtemp.
gerührt. Die Reaktionslösung wurde mit ges. Natriumcarbonatlösung neutralisiert und
dreimal mit je 10.0mL Dichlormethan extrahiert. Die vereinigten org. Phasen wurden
über Magnesiumsulfat getrocknet und nach dem Entfernen des Lösungsmittel i. Vak.
wurde der Feststoff säulenchromatographisch an Kieselgel (1. Aceton:Cyclohexan, 4:1)
aufgereinigt. Es wurde ein dunkelroter Feststoff erhalten.
Ausbeute: 620mg (1.60mmol, 88%)
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.32 (d, J2´-3´ = 9.0 Hz, 2H, H-3´),
7.95-7.87 (m, 4H, H-2, H-2´), 6.79 (d, 3J2-3 = 9.2 Hz, 2H, H-3), 3.76-3.57 (m, 13H,
H-5, H-6, H-8, H-9, H-10, H-11, OH), 3.15 (s, 3H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 156.8 (Cq, C -1´), 152.5 (Cq, C -4´), 147.4 (Cq,
C -4´), 143.8 (Cq, C -1), 126.1 (Ct, C -2), 124.7 (Ct, C -3´), 122.6 (Ct, C -2´), 11.5 (Ct,
C -3), 72.4; 70.9; 70.5; 68.6; 61.8 (Cs, C -6, C -8, C -9, C -10, C -11), 52.2 (Cs, C -5),
39.4 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3457 (m, O-H Valenz.), 3101 (w, arom. C-H Valenz.),
2928, 2875 (m, aliph. C-H), 1587 (m, arom. Ring.), 1506 (s, NO2 Valenz.), 1433, 1374
(m, aliph. C-H Deform.), 1259 (s, NO2 Valenz.), 1081 (s, C-O-C Valenz.), 857, 823 (s,
arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 388 (23) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 389 (12) [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C19H24N4O5)= 388.17 gmol−1
ber.(%) C 58.75, H 6.23, N 14.42; gef.(%) C 57.33, H 6.67, N 11.84.
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In einem Eiswasserkältebad wurden 936mg (3.95mmol) 4-Nitrobenzendiazonium-tetra-
fluoroborat (36), gelöst in 14.0mL halbkonz. Essigsäure, auf 0 °C herunter gekühlt. Eine
Lösung bestehend aus 5.00mL halbkonz. Essigsäure und 1.33 g (3.59mmol) N-Hexa-
(ethylenglycol)-N-Methylanilin (48) wurde hinzugegeben, sodass die Reaktionstemp.
unter 5 °C lag. Nach beendeter Zugabe wurde für 1 h im Kältebad gerührt, bevor
das Kältebad entfernt und die Lösung für weitere 3 h bei Raumtemp. gerührt wurde.
Die Reaktionslösung wurde mit 30.0mL ges. Natriumcarbonatlösung neutralisiert und
mit Chloroform extrahiert. Die vereinigten org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat
getrocknet. Nach dem Entfernen des Lösungsmittel i. Vak. wurde ein dunkelroter
Feststoff erhalten.




1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.34-8.28 (m, 2H, H-3´), 7.94-7.87 (m,
4H, H-2, H-2´), 6.81.6.77 (m, 2H, H-3), 3.75-3.56 (m, 25H, H-5, H-6, H-8, H-9,
H-11, H-12, H-14, H-15, H-17, H-18, H-20, H-21, OH), 3.15 (s, 3H, OH) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 156.8 (Cq, C -1´), 152.6 (Cq, C -4), 147.4 (Cq,
C -4´), 143.8 (Cq, C -1), 126.1 (Ct, C -2), 124.7 (Ct, C -3´), 122.6 (Ct, C -2´), 111.5 (Ct,
C -3), 72.6; 70.8; 70.7; 70.6; 70.6; 70.6; 70.5; 70.3; 70.3; 68.5; 61.7 (Cs, C -6, C -8, C -
9, C -11, C -12, C -14, C -15, C -17, C -18, C -20, C -21), 52.2 (Cs, 5), 39.4 (Cs, CH3) ppm.
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IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3425 (wb, O-H Valenz), 3105 (w, arom. C-H Valenz.),
2917, 2855 (m, aliph. C-H), 1601 (m, arom. Ring.), 1512 (s, NO2 Valenz.), 1444, 1376
(m, aliph. C-H Deform.), 1311 (s, NO2 Valenz.), 1256 (m, C-N Valenz.), 1085 (s,
C-O-C Valenz), 857, 826 (s, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 520 (22) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C25H36N4O8)= 520.25 gmol−1.
ber.(%) C 57.68, H 6.97, N 10.76; gef.(%) C 55.89, H 6.70, N 10.74.























Unter Stickstoffatmosphäre und Küh-
lung durch ein Eiswassserkältebad
wurden 40.2mg (1.67 mmol) Natri-
umhyrid (w/w 60% in Mineralöl)
vorgelegt und 500mg (1.29mmol)
des Push-Pull-Azobenzols 38 in
40.0mL trockenem Tetrahydrofuran
zugegeben. Nach 30min Rühren
wurden 140µL (1.29mmol) Pro-
pargylbromid (14) (w/w 80% in Toluol) zugegeben und für weitere 2 h im Kältebad
gerührt. Nach weiteren 72 h Rühren bei Raumtemp. wurden 100mL Wasser hinzugege-
ben und mit Dichlormethan extrahiert, bis die wäs. Phase farblos war. Die vereinigten
org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet, das Lösungsmittel i. Vak. ent-
fernt und der Rückstand säulenchromatographisch an Kieselgel (Dichlormehan:Methanol
21:1 Rf =0.72) aufgereinigt. Nach dem Entfernen des Lösungsmittels i. Vak. wurde ein
dunkelroter Feststoff erhalten.
Ausbeute: 159mg (372µmol, 29%)
Schmelzpunkt: 77 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.34-8.30 (m, 2H, H-3´), 7.94-7.87 (m,
4H, H-2, H-2´), 6.81-6.76 (m, 2H, H-3), 4.19 (d, 4J14-16 = 2.4 Hz, 2H, H-14),
3.74-3.62 (m, 12H, H-5, H-6, H-8, H-9, H-11, H-12), 3.15 (s, 3H, CH3 ), 2.42 (t,
4J14-16 = 2.4 Hz, 1H, H-16) ppm.
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13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 156.8 (Cq, C -1´), 152.6 (Cq, C -4), 147.4 (Cq,
C -4´), 143.7 (Cq, C -1), 126.1 (Ct, C -2), 124.7 (Ct, C -3´), 122.6 (Ct, C -2´), 111.5 (Ct,
C -3), 79.6 (Cq, C -15), 74.5 (Ct, C -16), 70.8; 70.7; 70.5; 69.1; 68.6 (Cs, C -6, C -8,
C -9, C -11, C -12), 58.4 (Cs, C -14), 52.2 (Cs, C -5), 39.4 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3265 (m, C≡H Valenz.), 2868 (m, aliph. C-H), 2116 (w,
C≡C Valenz.), 1600, 1513 (m, arom. Ring.), 1506(s, NO2 Valenz.), 1373 (m, aliph.
C-H Deform.), 1330 (s, NO2 Valenz.), 1099 (s, C-O-C Valenz.), 857, 825 (s, arom. C-H
Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 426 (17) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 427 (1.3) [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C22H26N4O5)= 426.19 gmol−1
ber.(%) C 61.96, H 6.15, N 13.14; gef.(%) C .
































Unter Stickstoffatmosphäre und Kühlung durch ein Eiswasserkältebad wurden 99.9mg
(2.50mmol) Natriumhyrid (w/w 60% in Mineralöl) vorgelegt und 1.00 g (1.92mmol) N-
Hexa(ethylenglycol)-N-Methyl-Push-Pull-Azobenzol (39) gelöst in 30.0mL trockenem
Tetrahydrofuran hinzugegeben und für 30min gerührt. Nach der Zugabe von 210µL
(1.92mmol) Propargylbromid (14) (w/w 80% in Toluol) wurde die Reaktionslösung
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für 2 h im Kältebad und im Anschluss für 66 h bei Raumtemp. gerührt. Es wurden
150mL Wasser hinzugegeben und mit Dichlormethan extrahiert, bis die wäs. Phase
farblos war. Die vereinigten org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet,
das Lösungsmittel entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch an Kieselgel
(Dichlormehan:Methanol 21:1 Rf =0.64) aufgereinigt. Nach dem Entfernen des Lö-
sungsmittel i. Vak. wurde ein hochviskoses dunkelrotes Öl erhalten.
Ausbeute: 328 g (588µmol, 31%)
1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ = 8.33 (d, 3J2´-3´ = 9.0 Hz, 2H, H-3´), 7.95-
7.86 (m, 4H, H-2, H-2´), 6.78 (d, 3J2-3 = 9.2 Hz, 2H, H-3), 4.19 (d, 4J23-25 = 2.4 Hz,
2H, H-23), 3.77-3.59 (m, 24H, H-5, H-6, H-8, H-9, H-11, H-12, H-14, H-15, H-17,
H-18, H-20, H-21), 3.14 (s, 3H, CH3 ), 2.42 (t, 4J23-25 = 2.4 Hz, 1H, H-25) ppm.
13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ = 156.8 (Cq, C -1´), 152.5 (Cq, C -4), 147.4 (Cq,
C -4´), 143.8 (Cq, C -1), 126.1 (Ct, C -2), 124.7 (Ct, C -3´), 122.6 (Ct, C -2´), 111.5 (Ct,
C -3), 79.7 (Cq, C -24), 74.5 (Ct, C -25), 70.8; 70.8; 70.7; 70.7; 70.6; 70.6; 70.6; 70.5;
70.4 (Cs, C -8, C -9, C -11, C -12, C -14, C -15, C -17, C -18, C -20), 69.1 (Cs, C -21),
68.5 (Cs, C -6), 58.4 (Cs, C -23), 52.2 (Cs, C -5), 39.4 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3247 (m, C≡H Valenz.), 2869 (m, aliph. C-H), 1600
(m, arom. Ring.), 1587(s, NO2 Valenz.), 1512 (s, arom. Ring.), 1455, 1376 (m, aliph.
C-H Deform.), 1335 (s, NO2 Valenz.) 1310 (s, C-N Valenz.), 1084 (s, C-O-C Valenz),
857, 826 (s, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 558 (34) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C28H38N4O8)= 558.27 gmol−1
ber.(%) C 60.20, H 6.86, N 10.03; gef.(%) C 59.66, H 6.85, N 9.81.
UV-Vis (CH3CN): ê(Ý max 481 nm) = 30447.8 Lmol−1 cm−1.
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Kühlung durch ein Eiswasserkälte-
bad wurden 496mg (12.4mmol)
Natriumhyrid (w/w 60% in Mineral-
öl) vorgelegt. Es wurden 3.00 g
(9.55mmol) 2-(Ethyl(4-(2-(4-Nitro-
phenyl)diazenyl)phenyl)amino)etha-
nol (Dispers-Red1) (58) in 260mL
trockenem Tetrahydrofuran gelöst und zugegeben. Nach 30min Rühren wurden
1.15mL (10.5mmol) Propargylbromid (14) (w/w 80% in Toluol) hinzugegeben. Die
Reaktionslösung wurde für weitere 2 h im Kältebad und anschließend für 48 h bei Raum-
temp. gerührt. Danach wurden 740mL Wasser hinzugegeben und mit Dichlormethan
extrahiert, bis die wäs. Phase farblos war. Die vereinigten org. Phasen wurden über
Magnesiumsulfat getrocknet, das Lösungsmittel i. Vak. entfernt und der Rückstand
säulenchromatographisch an Kieselgel (Chloroform Rf =0.42) aufgereinigt. Nach dem
Entfernen des Lösungsmittels i. Vak. wurde ein dunkelroter Feststoff erhalten.
Ausbeute: 1.43 g (4.07mmol, 43%)
Schmelzpunkt: 98 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.33-8.30 (m, H, H-3´), 7.94-7.87 (m,
4H, H-2, H-2´), 6.80-6.75 (m, 2H, H-3), 4.19 (d, 4J8-10 = 2.4 Hz, 2H, H-8),
3.76 (t, 3J5-6 = 6.0 Hz, 2H, H-6), 3.66 (t, 3J5-6 = 6.0 Hz, 2H, H-5), 3.56 (q,
3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 2H, CH2 ), 2.45 (t, 4J8-10 = 2.4 Hz, 1H, H-10), 1.25 (t,
3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 3H, CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 156.9 (Cq, C -1´), 151.4 (Cq, C -4), 147.4 (Cq,
C -4´), 143.6 (Cq, C -1), 126.3 (Ct, C -2), 124.7 (Ct, C -3´), 122.6 (Ct, C -2´), 111.4 (Ct,
C -3), 79.3 (Cq, C -9), 74.8 (Ct, C -10), 67.4 (Cs, C -6), 58.6 (Cs, C -8), 50.2 (Cs, C -5),
46.0 (Cs, CH2), 12.2 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3246 (m, C≡H Valenz.), 2882 (wb, aliph. C-H Valenz),
2129 (w, C≡C Valenz.), 1598 (m, arom. C=C Valenz), 1508 (s, NO2 Valenz.), 1378,
1257 (m, aliph. C-H Deform.), 1331 (s, C-N Valenz.), 1096 (s, arom. C-O-C Valenz.),
858, 825(m, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 352 (27) [M]+.
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MS(CI): m/z (%) = 353 (97) [M+H]+, 352 (12) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C19H20N4O3)= 352.15 gmol−1
ber.(%) C 64.76, H 5.72, N 15.90; gef.(%) C 64.47, H 5.73, N 16.24.
UV-Vis (CH3CN): ê(Ý max 482 nm) = 34123.8 Lmol−1 cm−1.



























In einem Eiswasserkältebad wurden
1.61mg (7.65mmol) 5-Amino-2-
nitro-benzoesäureethylester (80) in
4.80mL verd. Salzsäure (v:v, konz.
HCl:H2O, 1:5) auf 0 °C herunter
gekühlt. Eine Lösung bestehend
aus 1.00mL Wasser und 580mg
(8.41mmol) Natriumnitrit (22)
wurde hinzugegeben, sodass die Reaktionstemp. unter 5 °C lag. Nach beendeter Zugabe
wurde für weitere 45min im Kältebad gerührt. Im Anschluss wurden 1.83mg (7.65mmol)
N-Tri(ethylenglycol)-N-Methylanilin (47), 1.59mg (23.0mmol) Natriumacetat gelöst in
8.6mL verd. Salzsäure (v:v, konz. HCl:H2O, 1:5) zugegeben, sodass die Reaktionstemp.
weiter unter 5 °C lag. Nach 5 h Rühren bei 0 °C wurde für weitere 20 h bei Raumtemp.
gerührt. Es wurden anschließend 10.0mL ges. Natriumcarbonatlösung hinzugegeben und
mit Dichlormethan extrahiert, bis die wäs. Phase nahezu farblos war. Die vereinigten org.
Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet, das Lösungsmittel i. Vak. entfernt
und der Rückstand säulenchromatographisch an Kieselgel (1. Dichlormethan Rf =0.0, 2.
Dichlormethan:Methanol, 21:5 Rf =0.3) aufgereinigt. Da das Produkt durch das nicht
umgesetzte Anilin 47 weiterhin verunreinigt war, wurde erneut säulenchromatographisch
an Kieselgel (Essigsäureethylester, Rf =0.20) aufgereinigt. Nach dem Entfernen des
Lösungsmittel wurde ein dunkelrotes Öl erhalten.
Ausbeute: 378mg (821µmol, 11%)
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Variante 2
Unter Stickstoffatmosphäre und Kühlung auf -30 °C mit einem Aceton-Trockeneis
Kältebad wurden 1.92 g (16.4mmol) Nitrosonium-tetrafluoroborat (23) in 30.0mL tro-
ckenem Acetonitril gelöst. Über einen Zeitraum von 30min wurden 3.45 g (16.4mmol)
5-Amino-2-nitro-benzoesäureethylester (80), gelöst in 30.0mL Acetonitril, hinzuge-
tropft, sodass die Reaktionstemp. nicht über -30 °C stieg. Nach beendeter Zugabe
wurde für 1 h bei dieser Temp. gerührt. Im Anschluss wurden 3.92 g (16.4mmol)
N-Triethylenglycol-N-Methylanilin (47), gelöst in 20.0mL Acetonitril, innerhalb von
10min hinzugegeben und das Kältebad entfernt. Nach 22 h Rühren bei Raumtemp.
wurden 140mL Wasser zur Reaktionslösung gegeben, viermal mit 200mL Dichlorme-
than extrahiert und die vereinigten org. Phasen über Magnesiumsulfat getrocknet. Das
Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch an
Kieselgel (Essigsäureethylester, Rf =0.20) aufgereinigt. Es wurde ein dunkelrotes Öl
erhalten.
Ausbeute: 3.67 g (7.98mmol, 49%)
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.08 (d, 4J4´-6´ = 2.1 Hz, 1H, H-6´),
8.05 (d, 3J3´-4´ = 8.7 Hz, 1H, H-3´), 7.97 (dd, 3J3´-4´ = 8.7 Hz, 4J4´-6´ = 2.1 Hz,
1H, H-4´), 7.89 (d, 3J2-3 = 9.3 Hz, 2H, H-2), 6.78 (d, 3J2-3 = 9.3 Hz, 2H, H-3),
4.43 (q, 3J7´-8´ = 7.1 Hz, 2H, H-7´), 3.78-3.55 (m, 12H, H-5, H-6, H-8, H-9, H-11,
H-12), 3.15 (s, 3H, CH3 ), 1.38 (t, 3J7´-8´ = 7.2 Hz, 3H, H-8´) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 165.7 (Cq, C−O), 155.4 (Cq, C -5´),
152.7 (Cq, C -4), 146.5 (Cq, C -1´), 143.7 (Cq, C -1), 128.4 (Cq, C -2´), 126.3 (Ct,
C -2), 125.2 (Ct, C -3´), 124.6 (Ct, C -4´), 122.6 (Ct, C -6´), 111.5 (Ct, C -3), 72.4;
70.8; 70.4; 68.6 (Cs, C -6, C -8, C -9, C -11), 62.5 (Cs, C -7´), 61.7 (Cs, C -12), 52.2 (Cs,
C -5), 39.4 (Cp, CH3), 13.8 (Cp, C -8´) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3388 (wb, O-H Valenz), 2871 (w, aliph. C-H Valenz.),
1732 (m, C=O Valenz.), 1599 (s, arom. Ring.), 1519 (s, NO2 Valenz.), 1515 (s, arom.
Ring.), 1416, 1368 (m, alip. C-H Deform.), 1334 (m, NO2 Valenz.), 1308 (s, C-N
Valenz), 1253 (m, NO2 Valenz.), 1133 (s, C-O-C Valenz.), 825 (m, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 460 (34) [M]+.























In einem Eiswasserkältebad wurden
5.89 g (28.0mmol) 5-Amino-2-
nitro-benzoesäureethylester (80) in
52.0mL verd. Salzsäure (v:v, konz.
HCl:H2O, 1:2) auf 0 °C herunter
gekühlt. Eine Lösung bestehend
aus 9.40mL Wasser und 2.32mg
(33.7mmol) Natriumnitrit (22) wur-
de hinzugegeben, sodass die Reaktionstemp. unter 5 °C blieb. Nach beendeter Zugabe
wurde für weitere 20min im Kältebad gerührt und anschließend 4.00mL (28.0mmol)
2-(Methylphenylamino)ethanol (35), gelöst in 69.0mL Methanol, zugegeben, sodass
die Reaktionstemp. unter 5 °C blieb. Nach 2 h Rühren wurde das Kältebad entfernt
und die Lösung für 18 h bei Raumtemp. gerührt. Es wurde ges. Natriumacetat Lösung
hinzugegeben und der ausgefallene Feststoff abfiltriert. Der Feststoff wurde mit jeweils
300mL n-Hexan und 1M Natriumcarbonatlösung gewaschen und säulenchromatogra-
phisch an Kieselgel (Dichlormehan:Methanol 21:1 Rf =0.30) aufgereinigt. Es wurde ein
dunkelroter Feststoff erhalten.
Ausbeute: 4.95 g (13.3mmol, 48%)
Schmelzpunkt: 68 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.08 (d, 4J4´-6´ = 2.1 Hz, 1H, H-6´),
8.05 (d, 3J3´-4´ = 8.7 Hz, 1H, H-3´), 7.97 (dd, 3J3´-4´ = 8.7 Hz, 4J4´-6´ = 2.1 Hz, 1H,
H-4´), 7.88 (d, 3J2-3 = 9.2 Hz, 2H, H-2), 6.81 (d, 3J2-3 = 9.2 Hz, 2H, H-3), 4.43 (q,
3J7´-8´ = 7.1 Hz, 2H, H-7´), 3.90 (t, 3J5-6 = 5.7 Hz, 2H, H-6), 3.65 (t, 3J5-6 = 5.7 Hz,
2H, H-5), 3.16 (s, 3H, CH3 ), 1.75 (s, 1H, OH), 1.39 (t, 3J7´-8 = 7.1 Hz, 3H, H-8´) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 165.7 (Cq, C−O), 155.4 (Cq, C -1´),
153.0 (Cq, C -4), 146.5 (Cq, C -2´), 143.0 (Cq, C -1), 129.7 (Cq, C -5´), 126.3 (Ct,
C -2), 125.3 (Ct, C -3´), 124.6 (Ct, C -4´), 122.6 (Ct, C -6´), 111.9 (Ct, C -3), 62.6 (Cs,
C -7´), 60.3 (Cs, C -6), 54.5 (Cs, C -5), 39.3 (Cp, CH3), 13.8 (Cp, C -8´) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3544 (wb, O-H Valenz), 2904 (w, aliph. C-H Valenz.),
1715 (m, C=O Valenz.), 1597 (m, arom. Ring.), 1513 (s, NO2 Valenz.), 1415, 1365
(m, alip. C-H Deform.), 1297 (s, C-N Valenz), 1250 (s, NO2 Valenz.), 1123, 1046 (s,
C-O-C Valenz.), 819 (m, arom. C-H Deform.).
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MS(EI): m/z (%) = 372 (24) [M]+, 343 (5) [M-CH2CH3]+, 341 (100) [M-
CH2OH]+.
MS(CI): m/z (%) = 373 (100) [M+H]+, 372 (6) [M]+.
Elementaranalyse: Mw(C18H20N4O5)= 372.14 gmol−1





















In einem Eiswasserkältebad wurden
901mg (4.95mmol) 5-Amino-2-
nitrobenzoesäure (79) in 9.00mL
verd. Salzsäure (v:v, konz. HCl:H2O,
1:2) auf 0 °C herunter gekühlt.
Eine Lösung bestehend aus 1.50mL
Wasser und 376mg (5.44mmol)
Natriumnitrit (22) wurde hinzugege-
ben, sodass die Reaktionstemp. unter 5 °C blieb. Nach beendeter Zugabe wurde für
weitere 20min im Kältebad gerührt und im Anschluss 1.01mL (4.95mmol) N-Ethyl-N-
(2-(Propargyloxy)ethyl)anilin (84) gelöst in 12.0mL Methanol zugegeben, sodass die
Reaktionstemp. weiter unter 5 °C lag. Nach 2 h wurde das Kältebad entfernt und die
Lösung für 24 h bei Raumtemp. gerührt. Im Anschluss wurden 2.00 g Natriumacetat
hinzugegeben, der ausgefallene Feststoff abfiltriert und mit 300mL Wasser gewaschen.
Es wurde ein dunkelroter Feststoff erhalten.
Ausbeute: 1.55 g (3.92mmol, 80%)
Schmelzpunkt: 102 °C
1H-NMR (500 MHz, (CD3)2SO): δ = 8.14 (d, 3J3´-4´ = 8.4 Hz, 1H, H-3´),
8.03 (d, 4J4´-6´ = 2.2 Hz, 1H, H-6´), 8.02 (dd, 3J3´-4´ = 8.4 Hz, 4J4´-6´ = 2.2 Hz, 1H,
H-4´), 7.84 (d, 3J2-3 = 9.2 Hz, 2H, H-2), 6.89 (d, 3J2-3 = 9.2 Hz, 2H, H-3), 4.18 (d,
4J8-10 = 2.4 Hz, 2H, H-8), 3.67 (s, 4H, H-5, H-6), 3.54 (q, 3JCH2 -CH3 = 6.9 Hz, 2H,
CH2 ), 3.44 (t, 4J8-10 = 2.4 Hz, 1H, H-10), 1.16 (t, 3JCH2 -CH3 = 6.9 Hz, 3H, CH3 )
ppm.
13C-NMR (126 MHz, (CD3)2SO): δ = 165.9 (Cq, C−O ), 154.5 (Cq, C -5´),
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151.8 (Cq, C -4), 146.7 (Cq, C -2´), 142.5 (Cq, C -1), 129.5 (Cq, C -1´), 126.3 (Ct,
C -2), 125.6 (Ct, C -3´), 124.9 (Ct, C -4´), 121.5 (Ct, C -6´), 111.7 (Ct, C -3), 80.2 (Cq,
C -9), 77.3 (Ct, C -10), 67.1 (Cs, C -6), 57.8 (Cs, C -8), 49.4 (Cs, C -5), 45.3 (Cs, CH2),
12.0 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3285 (w, O-H Valenz), 2875 (w, aliph. C-H Valenz.),
1721 (m, C=O Valenz.), 1597, 1433 (m, arom. Ring.), 1515 (s, NO2 Valenz.), 1433,
1332 (m, alip. C-H Deform.), 1263 (s, C-N Valenz), 1232 (s, NO2 Valenz.), 1130 (s,
C-O-C Valenz.), 823, 751 (m, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 396 (18) [M]+, 327 (100) [M-CH2CH2CCH]+.
MS(CI): m/z (%) = 397 (67) [M+H]+, 396 (8) [M]+.


























Kühlung durch ein Eiswasserkältebad
wurden 312mg (1.51mmol) N,N’-Di-
cyclohexylcarbodiimid (75), 174mg
(1.51mmol) N-Hydroxysuccinimidin




Push-Pull-Azobenzol (85) in 2.00mL
trockenem N,N-Dimethylformamid gelöst. Nach beendeter Zugabe wurde das Kältebad
entfernt und für 2 d bei Raumtemp. gerührt. Im Anschluss wurde das Lösungsmittel
entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch an Kieselgel (1. Dichlormethan
Rf =0.10, 2. Essigsäureethylester Rf =0.63) aufgereinigt. Die verbleibenen Verunreini-
gungen (Dicyclohexylurea, N,N’-Dicyclohexylcarbodiimid) konnten durch anschließende
Umkristallisation aus Essigsäureethylester abgetrennt werden. Nach dem Entfernen des
Lösungsmittels i. Vak. wurde ein dunkelrotes, hochviskoses Öl erhalten.
Ausbeute: 471mg (955Þmol, 76%)
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1H-NMR (500 MHz, (CD3)2SO): δ = 8.41 (d, 3J3´-4´ = 8.7 Hz, 1H, H-3´),
8.21 (dd, 3J3´-4´ = 8.7 Hz, 4J4´-6´ = 2.2 Hz, 1H, H-4´), 8.10 (d, 4J4´-6´ = 2.2 Hz,
1H, H-6´), 7.89-7.85 (m, 2H, H-2), 6.94-6.89 (m, 2H, H-3), 4.19 (d, 4J8-10 = 2.4 Hz,
2H, H-8), 3.68 (s, 4H, H-5, H-6), 3.56 (q, 3JCH2 -CH3 = 7.0 Hz, 2H, CH2 ), 3.44 (t,
4J8-10 = 2.4 Hz, 1H, H-10), 2.91 (s, 4H, H-8´), 1.17 (t, 3JCH2 -CH3 = 7.0 Hz, 3H,
CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, (CD3)2SO): δ = 170.3 (Cq, C -7´), 161.5 (Cq, OC−O),
155.5 (Cq, C -5´), 152.7 (Cq, C -4), 146.0 (Cq, C -2´), 143.2 (Cq, C -1), 127.7 (Ct,
C -4´), 127.6 (Ct, C -3´), 127.1 (Ct, C -2), 124.0 (Cq, C -1´), 121.9 (Ct, C -6´),
112.3 (Ct, C -3), 80.6 (Cq, C -9), 77.8 (Ct, C -10), 67.6 (Cs, C -6), 58.3 (Cs, C -8),
49.9 (Cs, C -5), 45.8 (Cs, CH2 ), 26.1 (Cs, C -8´), 12.5 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 3281 (m, C≡H Valenz.), 2965, 2932, 2869 (m, aliph. C-
H Valenz.), 2165 (w, C≡C Valenz.), 1784, 1743 (m, C=O Valenz.), 1600 (m, arom.
Ring.), 1517 (s, NO2 Valenz.), 1335 (m, alip. C-H Deform.), 1228 (s, C-N Valenz),
1133 (s, NO2 Valenz.), 1095, 1062 (s, C-O-C Valenz.), 824, 634 (m, arom. C-H Deform.).
MS(EI): m/z (%) = 493 (15) [M]+.
MS(CI): m/z (%) = 494 (2 [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C24H23N5O7)= 493.16 gmol−1
ber.(%) C 58.41, H 4.70, N, 14.19; gef.(%) C 59.21, H 5.68, N 12.33.




















zu 600mg (1.94mmol) S-(11-Brom-
undecyl)thioacetat (63), gelöst in
32.0mL N,N-Dimethylformamid,
1.13 g (17.4mmol) Natriumazid (5)
gegeben. Die Reaktionslösung wurde
für 16 h auf 60 °C erhitzt. Im Anschluss wurde das Lösungsmittel i. Vak. entfernt und
der Feststoff mit 100mL Dichlormethan aufgenommen. Es wurde dreimal mit 300mL
Wasser und einmal mit 300ml ges. Natriumchloridlösung gewaschen. Die vereinigten
org. Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet. Nach dem Entfernen des
Lösungsmittel i. Vak. wurde ein farbloses Öl erhalten.
Ausbeute: 432 g (1.59mmol, 82%) Lit.:[458] 73%
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 3.25 (t, 3J10-11 = 7.0 Hz, 2H, H-11),
2.88-2.83 (m, 2H, H-1), 2.32 (s, 3H, CH3 ), 1.63-1.50 (m, 4H, H-2, H-10), 1.41-
1.20 (m, 14H, H-3, H-4, H-5, H-6, H-7, H-8, H-9) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 196.0 (Cq, C−O), 51.5 (Cs, C -11), 30.6 (Cp,
CH3), 29.5; 29.4; 29.4; 29.2; 29.1; 29.1; 29.1; 28.8; 28.8 (Cs, C -1, C -2, C -3, C -4, C -5,
C -6, C -7, C -8, C -10), 26.7 (Cs, C -9) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 2925, 2854 (m, aliph. C-H Valenz), 2092 (s, N3 Valenz.),
1691 (s, C=O Valenz.), 1464, 1352 (w, aliph. C-H Deform.), 1252 (w, C-N Valenz.),
1133, 1107 (m, C-O-C Valenz.), 625 (s, C-S Valenz.).
MS(EI): m/z (%) = 243 (6) [M-N2]+.
MS(CI): m/z (%) = 272 (5) [M+H]+.
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Es wurden 600mg (2.21mmol)
S-(11-Azidoundecyl)thioacetat (64)
in 42mL trockenem Methanol ge-
löst und die Lösung für 30min mit
Stickstoff entgast. Im Anschluss
wurden unter Stickstoffatmosphäre
2.40mL konz. Salzsäure hinzugegeben und für 3 h zum Rückfluss erhitzt. Nach
dem Abkühlen auf Raumtemp. wurden 60.0mL Wasser hinzugegeben, zweimal mit
60.0mL Diethylether extrahiert und die vereinigten org. Phasen über Natriumsulfat ge-
trocknet. Nach dem Entfernen des Lösungsmittels i. Vak wurde ein farbloses Öl erhalten.
Ausbeute: 505mg (2.21mmol, 100%) Lit.:[459] 100%
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 3.25 (t, 3J10-11 = 7.0 Hz, 2H, H-11),
2.56-2.47 (m, 2H, H-1), 1.66-1.52 (m, 4H, H-2, H-10), 1.43-1.21 (m, 14H, H-3, H-4,
H-5, H-6, H-7, H-8, H-9) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 51.6 (Cs, C -11), 34.2 (Cs, C -2), 29.6;
29.6; 29.6; 29.3; 29.2 (Cs, C -4, C -5, C -6, C -7, C -8), 29.0 (Cs, C -10), 28.5 (Cs, C -3),
26.8 (Cs, C -9), 24.8 (Cs, C -1) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 2924, 2853 (m, aliph. C-H Valenz), 2092 (s, N3 Valenz.),
1464, 1349 (w, aliph. C-H Deform.), 1254 (w, C-N Valenz.), 630 (s, C-S Valenz.).
MS(EI): m/z (%) = 229 (91) [M]+.



































Es wurden 432mg (1.59mmol) S-(11-Azidoundecyl)thioacetat (64), 561mg
(1.59mmol) N-Ethyl-N-(2-(Propargyloxy)ethyl)PushPull-Azobenzol (61), 126mg
(637µmol) Natriumascorbat (6) und 79.5mg (319µmol) Kupfer(II)-sulfat Pentahydrat
(7) in 40.0mL einer wässrigen N,N-Dimethylformamid Lösung (v:v, DMF:H2O, 3:1)
gelöst. Nach 4 d Rühren bei Raumtemp. wurden 60.0mL Wasser zugegeben und die Re-
aktionslösung für 14 h bei 2 °C aufbewahrt. Der ausgefallene Feststoff wurde abfiltriert,
mit Wasser gewaschen und säulenchromatographisch an Kieselgel (1. Dichlormehan
Rf =0.01, 2. Essigsäureethylester Rf =0.6) aufgereinigt. Es wurde ein dunkelroter
Feststoff erhalten.
Ausbeute: 756mg (1.21mmol, 76%)
Schmelzpunkt: 65 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.34-8.30 (m, 2H, H-3´), 7.98-7.89 (m,
4H, H-2, H-2´), 7.42 (s, 1H, H-10), 6.78 (d, 3J2-3 = 9.3 Hz, 2H, H-3), 4.66 (s,
2H, H-8), 4.30 (t, 3J11-12 = 5.9 Hz, 2H, H-11), 3.77 (t, 3J5-6 = 5.9 Hz, 2H, H-6),
3.65 (t, 3J5-6 = 5.9 Hz, 2H, H-5), 3.54 (q, 3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 2H, CH2 ),
2.89-2.81 (m, 2H, H-21), 2.31 (s, 3H, H-22), 1.88-1.82 (m, 2H, H-12), 1.58-1.52 (m,
2H, H-20), 1.37-1.17 (m, 17H, H-13, H-14, H-15, H-16, H-17, H-18, H-19, CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 196.0 (Cq, C−O), 156.2 (Cq, C -1´),
151.8 (Cq, C -4), 147.3 (Cq, C -4´), 144.7 (Cq, C -9), 143.3 (Cq, C -1), 126.8 (Ct,
C -2), 124.7 (Ct, C -3´), 122.4 (Ct, C -2´), 122.2 (Ct, C -10), 111.8 (Ct, C -3),
67.8 (Cs, C -6), 64.8 (Cs, C -8), 50.4; 50.3 (Cs, C -5, C -11), 46.1 (Cs, CH2), 30.6 (Cp,
C -22), 30.2 (Cs, C -12), 29.5; 29.4; 29.4; 29.1; 28.9; 28.8 (Cs, C -14, C -15, C -16, C -
17, C -18, C -19), 29.3 (Cs, C -20), 29.0 (Cs, C -21), 26.5 (Cs, C -13), 12.2 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 2918, 2848 (m, aliph. C-H Valenz), 1687 (s, C=O Va-
lenz.), 1600 (m, arom. C=C Valenz), 1512 (s, NO2 Valenz.), 1467, 1337 (m, aliph. C-H
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Deform.), 1136 (w, C-N Valenz.), 1103 (s, C-O-C Valenz.), 858, 820 (m, arom. C-H
Deform.), 627 (s, C-S Valenz.).































Es wurden 350mg (562mmol) N-(Ethyl)-N-((Ethoxymethyl)-1H-1,2,3-triazol-1-yl-un-
decyl)thioacetat-Push-Pull-Azobenzol (67) in 10.5mL trockenem Methanol gelöst und
für 30min mit Stickstoff entgast. Im Anschluss wurden unter Stickstoffatmosphäre
600ÞL konz. Salzsäure hinzugegeben und für 3 h zum Rückfluss erhitzt. Nach dem
Abkühlen auf Raumtemp. wurden 16.0mL Wasser hinzugegeben und mit Dichlormethan
extrahiert bis die wäs. Phase nahezu farblos war. Die vereinigten org. Phasen wurden
über Natriumsulfat getrocknet, das Lösungsmittel i. Vak entfernt und das Rohprodukt
säulenchromatographisch an Kieselgel (1. Chloroform Rf =0.01, 2. Aceton Rf =0.9)
aufgereinigt. Es wurde ein dunkelroter Feststoff erhalten.
Ausbeute: 152mg (262µmol, 47%)
Schmelzpunkt: 110 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.34-8.29 (m, 2H, H-3´), 8.01-7.90 (m,
4H, H-2, H-2´), 7.43 (s, 1H, H-10), 6.80 (d, 3J2-3 = 9.0 Hz, 2H, H-3), 4.66 (s, 2H,
H-8), 4.30 (t, 3J11-12 = 7.3 Hz, 2H, H-11), 3.78 (t, 3J5-6 = 5.8 Hz, 2H, H-6), 3.66 (t,
3J5-6 = 5.8 Hz, 2H, H-5), 3.55 (q, 3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 2H, CH2 ), 2.55-2.48 (m, 2H,
H-21), 1.91-1.81 (m, 2H, H-12), 1.64-1.55 (m, 2H, H-20), 1.40-1.17 (m, 18H, H-13,
H-14, H-15, H-16, H-17, H-18, H-19, CH3 , SH) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 151.9 (Cq, C -4), 147.3 (Cq, C -1´), 144.6 (Cq,
C -9), 143.2 (Cq, C -1), 142.7 (Cq, C -4´), 124.7 (Ct, C -3´), 122.3; 122.3; 122.2 (Ct,
C -2, C -2´, C -10), 112.0 (Ct, C -3), 67.8 (Cs, C -6), 64.8 (Cs, C -8), 50.4 (Cs, C -5),
50.4 (Cs, C -11), 46.2 (Cs, CH2), 34.0 (Cs, C -20), 30.2 (Cs, C -12), 29.4; 29.4; 29.3;
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29.0; 28.9; 28.3; 26.5 (Cs, C -13, C -14, C -15, C -16, C -17, C -18, C -19), 24.6 (Cs,
C -21), 12.2 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 2915, 2848 (m, aliph. C-H Valenz), 1600 (m, arom. C=C
Valenz), 1507 (s, NO2 Valenz.), 1385 (m, aliph. C-H Deform.), 1259 (m, NO2 Valenz.),
1133 (w, C-N Valenz.), 1132, 1037 (s, C-O-C Valenz.), 858, 820 (m, arom. C-H
Deform.), 688 (s, C-S Valenz.).
MS(MALDI-TOF): m/z (%) = 582 [M+H]]+.
Elementaranalyse: Mw(C30H43N7O3S)= 581.31 gmol−1








































Es wurden 400mg (1.74mmol) 11-Azido-1-undecanthiol (62), 615mg (1.74mmol)
N-Ethyl-N-(2-(Propargyloxy)ethyl)-PushPull-Azobenzol (61), 138mg (697µmol) Natri-
umascorbat (6) und 87.0mg (349µmol) Kupfer(II)-sulfat Pentahydrat (7) in 46.0mL
einer wässrigen N,N-Dimethylformamid Lösung (v:v, DMF:H2O, 3:1) gelöst. Nach 2.5 d
Rühren bei Raumtemp. wurden 200mL Essigsäureethylester hinzugegeben und mit
50.0mL Wasser gewaschen. Die wäs. Phase wurde dreimal mit 100mL Dichlormethan
extrahiert, die vereinigten org. Phasen mit 250mL ges. Natriumchloridlösung gewaschen
und über Magnesiumsulfat getrocknet. Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und
der Rückstand säulenchromatographisch an Kieselgel (1. Dichlormethan Rf =0.02,
2. Essigsäureethylester Rf =0.20, 3. Aceton Rf =0.95) aufgereinigt. Es wurde ein
dunkelroter Feststoff erhalten erhalten.
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Ausbeute: 818 g (705µmol, 41%)
Schmelzpunkt: 51 °C
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 8.35-8.28 (m, 4H, H-3´), 7.95-7.85 (m,
8H, H-2, H-2´), 7.42 (s, 2H, H-10), 6.76 (d, 3J2-3 = 9.3 Hz, 4H, H-3), 4.66 (s,
4H, H-8), 4.29 (t, 3J11-12 = 7.3 Hz, 4H, H-11), 3.76 (t, 3J5-6 = 5.9 Hz, 4H,
H-6), 3.64 (t, 3J5-6 = 5.9 Hz, 4H, H-5), 3.53 (q, 3JCH2 -CH3 = 7.1 Hz, 4H,
CH2 ), 2.67 (t, 3J20-21 = 7.3 Hz, 4H, H-21), 1.90-1.79 (m, 4H, H-12), 1.70-1.59 (m,
4H, H-20), 1.40-1.14 (m, 34H, H-13, H-14, H-15, H-16, H-17, H-18, H-19, CH3 ) ppm.
13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ = 151.7 (Cq, C -4), 147.5 (Cq, C -1´), 145.1 (Cq,
C -9), 144.9 (Cq, C -1), 143.7 (Cq, C -4´), 126.5 (Ct, C -3´), 124.8; 122.7 (Ct, C -2,
C -2´), 122.3 (Ct, C -10), 111.7 (Ct, C -3), 68.0 (Cs, C -6), 65.0 (Cs, C -8), 50.5 (Cs,
C -5), 50.4 (Cs, C -11), 46.1 (Cs, CH2), 39.3 (Cs, C -21), 30.4 (Cs, C -12), 29.8 (Cs,
C -20), 29.6; 29.6; 29.5; 29.3; 29.1; 28.7; 28.6; 26.6 (Cs, C -12, C -13, C -14, C -15,
C -16, C -17, C -18, C -19), 12.4 (Cp, CH3) ppm.
IR(ATR): ν˜ (cm−1) = 2922, 2851 (m, aliph. C-H Valenz), 1600 (m, arom. C=C
Valenz), 1514 (s, NO2 Valenz.), 1387 (m, aliph. C-H Deform.), 1334 (m, NO2 Valenz.),
1133, 1101 (s, C-O-C Valenz.), 857, 825 (m, arom. C-H Deform.), 686 (s, C-S Valenz.).
MS(MALDI-TOF): m/z (%) = 1162 [M+H]+.
Elementaranalyse: Mw(C60H84N14O6S2)= 1160.61 gmol−1




9.3.1 Reinigung der Oberflächen
Variante 1: Carosche Säure
Die Substrate wurden für 1 h in Carosche Säure (v:v, konz. Schwefelsäure:konz.
Wasserstoffperoxid, 7:3) bei Raumtemp. eingelegt, achtmal mit 200mL dest. Wasser
und zweimal mit 100mL bidest. Wasser gewaschen. Danach wurden die Substrate in
150mL bidest. Wasser für 9min mit Ultraschall behandelt und für 1.5 h bei 130 °C im
Ofen getrocknet. Die Funktionalisierung mit den Trichlorsilanen erfolgte unmittelbar im
Anschluss.
Variante 2: Sauerstoffplasma
Die Substrate wurden je zweimal in 150mL Isopropanol und bidest. Wasser mit
Ultraschall für jeweils 9min behandelt und danach für 45min im Ofen bei 130 °C
getrocknet. Darauffolgend wurden sie für 45min mit Sauerstoffplasma behandelt









Unter Stickstoffatmosphäre in der Glovebox wur-
den zu 150mL trockenem Toluol 750µL 11-Brom-
undecyltrichlorsilan (2) gegeben und die Substra-
te in die Lösung gestellt. Nach 30min Einlegzeit
bei Raumtemp. wurden sie einmal unter Stickstof-
fatmosphäre mit 100mL Toluol und viermal mit
100mL Toulol unter Raumluft gewaschen. Danach
wurden sie zweimal in 100mL Toluol für 5min mit Ultraschall behandelt und anschlie-
ßend mit 150mL N,N-Dimethylformamid gewaschen. Der Brom-Azid-Austausch auf der
Oberfläche erfolgte, indem die frisch präparierten Oberflächen für 3 d bei 70 °C in eine
ges. Lösung aus trockenem N,N-Dimethylformamid und Natriumazid (5) gestellt wur-
den. Nach dem Abkühlen auf Raumtemp. wurden die Substrate jeweils zweimal in 100mL
N,N-Dimethylformamid, bidest. Wasser und Isopropanol für 5min. mit Ultraschall be-
handelt und im Stickstoffstrom getrocknet.
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Unter Stickstoffatmosphäre in der Glovebox wurden
zu 100mL trockenem n-Pentan 400µL Trichlor-
(4-(chlormethyl)phenyl)silan (3) gegeben und die
Substrate bei Raumtemp. in die Lösung gestellt.
Nach 20min Einlegzeit bei Raumtemp. wurden sie
einmal unter Stickstoffatmosphäre mit 100mL n-
Pentan und viermal mit 100mL n-Pentan unter
Raumluft gewaschen. Anschließend wurden sie zweimal in 100mL n-Pentan für 5min














Pentahydrat (7) und Natriumascor-
bat (6) wurden in 1.00mL Wasser
gelöst. Davon wurden 400µL zu
11.0mL einer 2 10−3M Lösung des
Propargyl-funktionalisierten Azoben-
zolderivats in Ethanol gegeben und
die azidterminierten Oberflächen in diese Lösung für 3 d unter Rühren bei Raumtemp.
eingelegt. Nach beendeter Reaktion wurden die Substrate jeweils in 100mL Ethanol,
Aceton und Isopropanol für 9min mit Ultraschall behandelt und im Stickstoffstrom
getrocknet.
Nukleophile Substitution auf Oberflächen[310–312]
Darstellung des Azobenzolalkoholats:
Unter Stickstoffatmosphäre wurden die hydroxidfunktionalisierten Azobenzolderi-
vate (1 eq) und Kalium-tert-butylat (4) (1.3 eq) in trockenem Tetrahydrofuran (0.2mL
pro 1mg Azobenzol) gelöst und für 1 h bei Raumtemp. gerührt. Das Lösungsmittel











Unter Stickstoffatmosphäre in der
Glovebox wurden die benzylchlo-
ridterminierten Oberflächen in eine
1 10−3M Lösung des Azobenzolalko-
holats in trockenem Acetonitril und
Toluol (v:v, 1:1) eingelegt und für
2 d auf 80 °C in einem geschlossenen
Glasdruckrohr erhitzt. Nach dem Abkühlen auf Raumtemp. wurden die Substrate fünf-
mal mit Acetonitril gewaschen, in 100mL Acetonitril für 9min mit Ultraschall behandelt
und im Stickstoffstrom getrocknet.















Es wurden 86.3mg (750µmol) N-
Hydroxysuccinimid (NHS) (74) und
144mg (750µmol) 1-Ethyl-3-(3-di-
methylaminopropyl)carbodiimid hyd-
rochlorid (EDC) (88) in 150mL dest.
Wasser bei 15 °C gelöst. Die Lösung
wurde für 15min mit Stickstoff ent-
gast bevor die Azobenzolmonolayer
unter Stickstoffatmosphäre für 90min bei 15 °C in die Lösung eingelegt wurden. Nach
Ablauf der Reaktionszeit wurden die Substrate zweimal mit 150mL bidest. Wasser ge-
waschen, für 5min mit Ultraschall in 150mL bidest. Wasser behandelt und im Stick-
stoffstrom getrocknet. Die Peptidkupplung erfolgte unmittelbar im Anschluss.















Es wurde eine 2mg/mL Lösung des
c(RGDfK) Peptids 68 in Phosphat-
gepufferter Salzlösung (PBS) mit
pH=7.2 hergestellt. Auf Parafilm
wurde jeweils ein 100ÞL großer
Tropfen dieser Lösung aufgetragen
und die Substrate, funktionalisiert
mit dem Aktivesterazobenzolmono-
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layer, aufgelegt.
Nach 2 h Einlegzeit bei Raumtemperatur wurden die Substrate zweimal mit 150mL bi-











CAS-Nummer [1228443-17-1], Mw(C12H22O7)= 278.14 gmol−1.
9: (Propargyloxy)hexa(ethylenglycol)
IUPAC: 3,6,9,12,15,18-Hexaoxaheneicos-20-yn-1-ol
CAS-Nummer [944560-99-0], Mw(C15H28O7)= 320.18 gmol−1.
12: Diacetaltriglycerol
IUPAC: 1,3-Bis((2,2-dimethyl-1,3-dioxolan-4-yl)methoxy)-2-propanol






CAS-Nummer [1203648-12-7], Mw(C18H30O7)= 358.20 gmol−1.
17: IUPAC: 4-((4-(Trifluormethoxy)phenyl)azo)phenol
CAS-Nummer E -Form [170711-72-5], Mw(C13H9F3N2O2)= 282.06 gmol−1.
20: IUPAC4-(2-(2,3,4,5,6-Pentafluorphenyl)diazenyl)phenol



























CAS-Nummer E -Form [161249-12-3], Mw(C15H16N4O3)= 300.12 gmol−1.
37:N-6-(Hydroxyhexyl)-N-Methyl-Push-Pull-Azobenzol
IUPAC: 6-(Methyl(4-(2-(4-nitrophenyl)diazenyl)phenyl)amino)-1-hexanol








CAS-Nummer E -Form [944550-06-5], Mw(C25H36N4O8)= 520.25 gmol−1.
42: IUPAC: 6-(Methylphenylamino)-1-hexanol
CAS-Nummer [120654-36-6], Mw(C13H21NO)= 207.16 gmol−1.
45: Tri(ethylenglycol)monotosylat
IUPAC: 2-(2-(2-Hydroxyethoxy)ethoxy)ethyl-4-methylbenzolsulfonat
CAS-Nummer [77544-68-4], Mw(C13H20O6S)= 304.10 gmol−1 .
46: Hexa(ethylenglycol)monotosylat
IUPAC: 17-Hydroxy-3,6,9,12,15-pentaoxaheptadecyl-4-methylbenzolsulfonat
CAS-Nummer [42749-28-0], Mw(C19H32O9S)= 436.18 gmol−1.
47:N-Tri(ethylenglycol)-N-Methylanilin
IUPAC: 2-(2-(2-(Methylphenylamino)ethoxy)ethoxy)ethanol
CAS-Nummer [20856-53-5], Mw(C13H21NO3)= 239.15 gmol−1.
48:N-Hexa(ethylenglycol)-N-Methylanilin
IUPAC: 2-Phenyl-5,8,11,14,17-pentaoxa-2-azanonadecan-19-ol





CAS-Nummer [62921-74-8], Mw(C14H22O6S)= 318.11 gmol−1.
51: Tetra(ethylenglycol)methylethertosylat
IUPAC: 2,5,8,11-Tetraoxatridecan-13-yl-4-methylbenzolsulfonat
CAS-Nummer [62921-76-0], Mw(C16H26O7S)= 362.14 gmol−1.
55:N-Tri(ethylenglycol)methyletheranilin
IUPAC:N-(2-(2-(2-Methoxyethoxy)ethoxy)ethyl)phenylamin
CAS-Nummer [560130-02-1], Mw(C13H21NO3)= 239.15 gmol−1.
56:N-Tetra(ethylenglycol)methyletheranilin
IUPAC:N-Phenyl-3,6,9,12-tetraoxatridecan-1-amin













CAS-Nummer [668420-70-0], Mw(C11H23N3S)= 229.16 gmol−1.
64: S-(11-Azidoundecyl)thioacetat
IUPAC: S-(11-Azidoundecyl)esterethanthionsäure
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